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Der Meniskus, ein scheibenförmiger Faserknorpel, spielt im Kniegelenk eine bedeutende Rolle,
weil er Kräfte und Druck im Kniegelenk gleichmäßig verteilt, Stöße dämpft sowie der Kraft-
übertragung und Stabilisierung dient. Durch die Entfernung des Gewebes, der sogenannten
Totalmeniskektomie, nach einer Meniskusverletzung oder einem Riss, verändern sich die me-
chanischen Eigenschaften des Gelenks stark und verursachen durch die erhöhte Belastung der
Gelenkflächen Arthrose (Krause et al., 1976). Arthrose ist weltweit die Häufigste aller Ge-
lenkerkrankungen. Der Erhalt der körperlichen Leistungsfähigkeit und Mobilität bis ins hohe
Alter sowie die Bewahrung der Gesundheit von Herz-Kreislauf- und Stoffwechselorganen zählen
aufgrund des demografischen Wandels zu den großen medizinischen Herausforderungen. Die
Erkrankung des muskuloskelettalen Systems stellte 2010 im Bundesgebiet die am häufigsten
vorkommende Krankheitsart dar.
Während Risse in den äußeren Teilen des Meniskus aufgrund des Anschlusses an das Blut-
gefäßsystem spontan heilen können, können sie dies in tieferen Zonen nicht (Sweigart and
Athanasiou, 2001). Durch die begrenzte Heilungsfähigkeit des Knorpels bleibt langfristig der
Einsatz eines Ersatzgewebes die einzige therapeutische Alternative.
In der vorliegenden Arbeit wurde als therapeutische Alternative erfolgreich ein vaskularisiertes
Meniskusersatzgewebe mit Methoden des Tissue Engineering entwickelt. Es soll in Zukunft als
Implantat Verwendung finden. Tissue Engineering ist ein interdisziplinäres Forschungsfeld, in
dem Gewebe außerhalb des Körpers generiert werden. Schlüsselkomponenten sind Zellen, die
aus einem Organismus isoliert werden, und Trägerstrukturen, die mit Zellen besiedelt werden.
Die Biomaterialien geben den Zellen eine geeignete Umgebung, die die Extrazelluläre Matrix
(EZM) ersetzen soll, um die Funktion der Zellen beizubehalten, eigene Matrix zu bilden. Zum
Kapitel 1 Zusammenfassung 2
Erhalt eines funktionelles Gewebes werden oftmals dynamische Kultursysteme, sogenannte Bio-
reaktoren, verwendet, die natürliche Stimuli wie beispielsweise den Blutfluss oder mechanische
Kompressionskräfte während der in vitro Reifungsphase des Gewebes, zur Verfügung stellen.
Das Gewebekonstrukt wurde auf Basis natürlicher Biomaterialien aufgebaut, unter Verwendung
ausschließlich primärer Zellen, die später direkt vom Patienten gewonnen werden können und
damit Abstoßungsreaktionen auszuschließen sind. Da der Meniskus teilvaskularisiert ist und die
in vivo Situation des Gewebes bestmöglich nachgebaut werden sollte, wurden Konstrukte mit
mehreren Zelltypen, sogenannte Ko-Kulturen aufgebaut. Neben mikrovaskulären Endothelzel-
len (mvEZ) und Meniskuszellen (MZ) erfolgten Versuche mit mesenchymalen Stammzellen
(MSZ).
Zur Bereitstellung einer zelltypspezifischen Matrixumgebung, diente den mvEZ ein Stück
Schweinedarm mit azellularisierten Gefäßstrukturen (BioVaSc®) und den MZ diente eine geeig-
nete Kollagenmatrix (Kollagen Typ I Hydrogel). Die Validierung und Charakterisierung des auf-
gebauten 3D Meniskuskonstrukts, welches in einem dynamischen Perfusions-Bioreaktorsystem
kultiviert wurde, erfolgte mit knorpeltypischen Matrixmarkern wie Aggrekan, Kollagen Typ I,
II und X sowie mit den Transkriptionsfaktoren RunX2 und Sox9, die in der Knorpelentstehung
von großer Bedeutung sind. Zusätzlich erfolgten Auswertungen mit endothelzellspezifischen
Markern wie vWF, CD31 und VEGF, um die Vaskularisierung im Konstrukt nachzuweisen.
Analysiert wurden auch die Zellvitalitäten in den Konstrukten.
Aufgrund einer nur geringen Verfügbarkeit von MZ wurden Kulturansätze mit alternativen
Zellquellen, den MSZ, durchgeführt. Dafür erfolgte zunächst deren Isolation und Charakte-
risierung und die Auswahl einer geeigneten 3D Kollagenmatrix. Die beste Zellintegration der
MSZ konnte auf einer eigens hergestellten elektrogesponnenen Matrix beobachtet werden. Die
Matrix besteht aus zwei unterschiedlichen Kollagentypen, die auf insgesamt fünf Schichten
verteilt sind. Die Fasern besitzen weiter unterschiedliche Ausrichtungen. Während die Kolla-
gen Typ I Fasern in den äußeren Schichten keiner Ausrichtung zugehören, liegen die Kollagen
Typ II Fasern in der mittleren Schicht parallel zueinander. Der native Meniskus war für den
Aufbau einer solchen Kollagen-Trägerstruktur das natürliche Vorbild, das imitiert werden soll-
te. Nach der Besiedelung der Matrix mit MSZ, konnte eine Integration der Zellen bereits nach
vier Tagen bis in die Mittelschicht sowie eine spontane chondrogene Differenzierung nach einer
insgesamt dreiwöchigen Kultivierung gezeigt werden. Das Biomaterial stellt in Hinblick auf die
Differenzierung der Zellen ohne die Zugabe von Wachstumsfaktoren eine relevante Bedeutung
für klinische Studien dar.
Zur Kultivierung des 3D Meniskuskonstrukts wurde ein Bioreaktor entwickelt. Mit diesem kön-
nen neben Perfusion der Gefäßsysteme zusätzlich Kompressionskräfte sowie Scherspannungen
auf das Ersatzgewebe appliziert und die Differenzierung von MZ bzw. MSZ während der in
vitro Kultur über mechanische Reize stimuliert werden. Ein anderes Anwendungsfeld für den
Kapitel 1 Zusammenfassung 3
neuartigen Bioreaktor ist seine Verwendung als Prüftestsystem für die Optimierung und Qua-
litätssicherung von Gewebekonstrukten.
1.2 Abstract
The meniscus, a disk-shaped fibrous cartilage, plays an important role in the equal distribution
of pressure, shock absorption, power transmission and stability within the knee joint. After a
meniscus injury or a meniscus tear, a total meniscectomy is done where the complete tissue is
removed. This leads to a change of mechanical properties in the joint and causes arthrosis by
an increased strain on the joint surfaces (Krause et al., 1976). Wordwide arthrosis is the most
frequent of all joint diseases. Due to the demographic change, maintaining physical fitness
and mobility up to an old age are the main challenges besides ensuring health of the heart
and circulatory system and of the metabolic organs. Musculoskeletal disorders represented the
most frequent type of disease in Germany in 2010.
While tears in the outer zone of the meniscus heal spontaneously because of its connection
to the blood vessel system, tears in the deeper zones do not heal (Sweigart and Athanasiou,
2001). Due to the limited healing capacity of cartilage the use of a replacement tissue is the
only therapeutic alternative in the long run.
In the present work a vascularized meniscus construct as therapeutic alternatives has been
developed with the Tissue Engineering method for the further use as an implant. Tissue En-
gineering is an interdisciplinary research field to generate tissues outside the body. The key
components are isolated cells from an organism, and scaffolds, which are seeded with cells.
Biomaterials provide a suitable environment that replaces the extracellular matrix (ECM) to
maintain cell functionality to let cells build up their own matrix. To maintain a functional
tissue during in vitro dynamic culture, bioreactor systems are used to provide natural stimuli
such as blood flow or mechanical compression forces.
The tissue construct is based on natural biomaterials and solely on primary cells, which later
can be isolated directly from the patient and thereby exclude repulsion reactions. Due to its
limited vascularity of the meniscus and the aim to build up at its best the in vivo situation
more than one cell type is used to generate constructs, so called co-culture systems. Mesen-
chymal stem cells (MSZ) besides microvascular endothelial cells (mvEZ) and meniscus cells
(MZ) were used in the experiments.
To supply a cell type specific matrix environment, a segment of a porcine jejunum with decel-
lularized vascular structures (BioVaSc®) for the mvEZ and a collagen based matrix (collagen
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type I hydrogel) for the MZ were employed. The validation and characterization of the de-
veloped 3D meniscus construct, that was cultured in a dynamic perfusion bioreactor system,
was performed by using cartilage matrix specific markers, such as aggrecan, collagen type I, II
and X, as well as the transcription factors RunX2 and Sox9 that are of major importance for
cartilage development. Further analysis with endothelial cell specific markers, such as vWF,
CD31 and VEGF were performed to evaluate the vascularization of the construct. Furthermore,
cell vitality tests of the construct were made.
Because of the limited availability of primary MZ, culture approaches with MSZ as an alter-
native cell source were investigated. Cell isolation and characterization were performed and
a suitable 3D collagen matrix was selected. The best cell integration of the MSZ could be
observed on a specifically engineered electrospun matrix. The matrix consists of two different
collagen types that are arranged in a total of five layers. The fibers are further orientated
in different directions. While outer layers consist of randomly-aligned collagen type I fibers,
the collagen type II fibers in the middle layer are aligned parallel to each other. The native
meniscus tissue serves as natural example and its structure is replicated in such a collagen
scaffold. After seeding the scaffold with MSZ, cell integration into the middle layer could be
observed after four days, as well as a spontanous chondrogenic differentation after three weeks
of culture. The biomaterial developed in this work has to be considered as relevant for clinical
studies with regard to cell differentiation without adding growth factors to the culture.
For the culture of 3D meniscus construct a bioreactor was successfully developed, that can
apply compressive strength and shear stress to the tissue model in addition to perfusing the
vascular system. With these measures the differentiation of MZ or MSZ could be induced
with mechanical strains during the in vitro culture. Another field of application for the new





Aufgrund des demografischen Wandels und eines steigenden Bedürfnisses nach Aktivität und
Mobilität in der Bevölkerung, ist die Ausrichtung der muskuloskelettalen Forschung von ent-
scheidender Bedeutung, um suffiziente Behandlungsmöglichkeiten in der Zukunft vorhalten zu
können. In diesem Kontext ist eine Stärkung des Bewusstseins für eine umfassende Forschungs-
landschaft in Deutschland und die Notwendigkeit intensiver Forschungsförderung essentiell.
Der muskuloskelettalen Forschung stehen heute enorme Herausforderungen gegenüber, welche
in der steigenden Häufigkeit muskuloskelettaler Erkrankungen in einer alternden Bevölkerung
sowie begrenzter therapeutischer Möglichkeiten begründet sind. Neben der Bewahrung der
kognitiven Fähigkeiten, sowie der Gesundheit von Herz-Kreislauf- und Stoffwechselorganen,
zählt der Erhalt der körperlichen Leistungsfähigkeit und Mobilität bis ins hohe Alter zu den
großen medizinischen Herausforderungen. Erkrankungen und Verletzungen der Haltungs- und
Bewegungsorgane haben weltweit eine hohe gesundheitspolitische und gesellschaftliche Be-
deutung. Sie gehören zu den häufigsten und kostenträchtigsten Leiden in Deutschland und
steigen mit zunehmendem Alter kontinuierlich an: von 9,1 % bei den 15- bis 19-Jährigen bis
auf 29,1 % bei den über 60-Jährigen (Bundesministerium, 2006). Ursächlich hierfür sind ins-
besondere langwierige chronisch degenerative Erkrankungen im Alter (DAK-Forschung, 2012).
Im Jahr 2011 verursachten diese einen Anteil von 21,3 % am Krankenstand. Mit 281,5 Tagen
Arbeitsunfähigkeit je 100 Versicherte lagen muskuloskelettale Erkrankungen, wie bereits in den
Vorjahren, verglichen am Tagesvolumen an der Spitze (DAK-Forschung, 2012).
Für den in den letzten vier Berichtsjahren registrierten Anstieg der Fehlzeiten wird neben
demografischen Auswirkungen infolge alternder Belegschaften vor allem der Wandel in der
Arbeitswelt verantwortlich gemacht. So hat sich beispielsweise das Spektrum der Arbeits-
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unfähigkeit (AU)-Diagnosen mehr und mehr von Herz- und Kreislauferkrankungen vor allem
auf muskuloskelettale Erkrankungen und psychische Belastungsstörungen verschoben. Die her-
kömmliche Erwartung, dass die Krankenstände in Zeiten wirtschaftlicher Unsicherheit sinken,
trifft in dieser Form nicht mehr zu (Bundesverband, 2011). Zu den häufigsten Krankheitsarten
im Bundesgebiet 2010 sind drei Erkrankungsgruppen dominierend, wobei die Erkrankung des
Muskel-/Skelettsystems mit 26,6 % die am häufigsten Vorkommende darstellt.
Knorpelschäden zum Beispiel sind eine der Hauptursachen für chronische Schmerzen, einge-
schränkte Beweglichkeit und einem Verlust an Lebensqualität. Arthrose ist die Häufigste aller
Gelenkerkrankungen. Weltweit sollen mehr als 151 Millionen Menschen davon betroffen sein;
in Deutschland leiden mehr als 5 Millionen Menschen daran (Orthoworld, 2010). Am Anfang
der Erkrankung steht häufig nur ein kleiner Defekt, der weiter wächst, weil der Körper nicht
in der Lage ist, Knorpelgewebe selbstständig zu regenerieren.
Auch die Heilungsfähigkeit des Meniskus, ein scheibenförmiger Faserknorpel im Kniegelenk ist
begrenzt. Ursache für Meniskusrisse können Sportverletzungen sein, oder ein normaler Alters-
verschleiß führt zur Degeneration des Meniskus. Ist das Knorpelgewebe großflächig zerstört, ist
ein operativer Eingriff in der Regel unumgänglich und die Patienten kommen um eine Menis-
kusresektion nicht herum. Langfristig bleibt der Einsatz eines künstlichen Gelenks die einzige
therapeutische Alternative.
2.2 Therapieansätze von Meniskusschäden
Während Risse in den äußeren Teilen des Meniskus aufgrund des Anschlusses an das Blutge-
fäßsystem spontan heilen können, geschieht dies in tieferen Zonen nicht (Sweigart and Athana-
siou, 2001). Da den Menisken nur eine geringe Funktion als Überbleibsel von Beinmuskulatur
zugeschrieben wurde, war die Totalmeniskektomie eine ursprüngliche Behandlungsmethode
(Cooper et al., 1990). Es wurde allerdings beschrieben, dass die mechanischen Eigenschaften
des Gelenks sich durch das Entfernen des Meniskus stark verändern und weiter durch erhöhte
Belastung der Gelenkflächen Arthrose verursacht wird (Krause et al., 1976). Lee et al. konnten
zeigen, dass die Kontaktdrücke auf die Knorpelflächen mit zunehmender Resektion des media-
len Meniskus steigen und diese bei einer Totalmeniskektomie im Vergleich zu einem gesunden
Meniskus beinahe auf das bis zu 2,4-fache anwachsen (Lee et al., 2006).
Mit der Entwicklung der Arthroskopie ergab sich die Möglichkeit, Risse im Meniskus zu nä-
hen, was vor allem die Heilung von Verletzungen in den äußeren, vaskularisierten Zonen des
Gewebes unterstützt (Pasa, 2005). Prädestiniert für diese Art der Therapie sind junge Pati-
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enten mit Längsrissen. Die Versorgung vollständiger Radiärrisse erscheint problematisch, da
die Naht eines Radiärrisses durch zirkuläre Ringspannungen stark beansprucht wird (Achtnich
et al., 2011).
Die Abrasionstherapie ist eine weitere Methode, die genutzt wird, um den Heilungsprozess zu
fördern. Hierbei wird das umliegende Gewebe um den Riss aufgeraut und nekrotisches Gewebe
entfernt (McAndrews and Arnoczky, 1996).
Neben den verschiedenen Nahttechniken können zur Heilung von Rissen in der vaskularisierten
Zone die Methoden einer Meniskusrefixation mit Pfeilen und Ankern, der Nahtabdichtung mit
Fibrin sowie das Laserschweißen verwendet werden. Sobald der Riss in der avaskulären Zone
auftritt, ist eine Heilungsmethode mit induzierter Vaskularisation notwendig. Dazu zählt die
Methode der vaskulären Zugangskanäle oder Trepanationen (Zhang et al., 1995; McAndrews
and Arnoczky, 1996; Zhang et al., 1988). Durch das Anlegen großer Zugangskanäle, die von
der Peripherie des Meniskus bis zum Defekt reichen, wurde versucht, eine bessere Heilung
im avaskulären Bereich des Meniskus zu erreichen. Es zeigte sich jedoch, dass die mecha-
nischen Eigenschaften des resultierenden Narbengewebes wesentlich schlechter sind, als die
des ursprünglichen Meniskusgewebes (Spank, 2004). Ebenso kommt es bei dieser Technik zu
einer Zerstörung der Kollagenstruktur (McAndrews and Arnoczky, 1996). Eine weitere Me-
thode Vaskularisation zu induzieren, ist das Einnähen einer Synovialmembran in den Riss, was
zumindest im Tierversuch zu Vaskularisation zuvor gefäßfreier Bereiche und dem Einwachsen
fibrösen Gewebes führte (Cisa et al., 1995).
Die Möglichkeiten, einen stark geschädigten Meniskus nach kompletter Entfernung zu ersetzen,
reichen von der Konstruktion künstlicher Menisken aus synthetischen bis biologischen Mate-
rialien. Eine weitere Möglichkeit ist der Einsatz eines transplantierten Meniskusgewebes, das
nicht vom Empfänger selbst, sondern von einem genetisch nicht-identischen Spender derselben
Art stammt, sogenannte Allografts.
2.3 Limitationen etablierter Therapien
Eine Option, größere Meniskusdefekte weitgehend suffizient und langfristig erfolgreich zu er-
setzen, ist der Kollagenmeniskus CMI Menaflex® von ReGen Biologics, New Jersey USA. Das
von Stone et al. entwickelte Meniskusimplantat besteht aus bovinem Achillessehnengewebe,
ein Scaffold aus gereinigten Kollagen Typ I Fasern, aufgeschwemmt mit Hyaluronsäure und
Chondroitinsulfat, homogenisiert und zusätzlich mit Glykosaminoglykanen angereichert (Rod-
key et al., 1999; Stone et al., 1990). Bereits 1992 wurde in den ersten Tierexperimenten
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festgestellt, dass das Implantat nicht toxisch ist, die Formation einer Kollagenmatrix unter-
stützt und Zellen in das Netzwerk einwachsen. Mit dem CMI Menaflex® kann in vielen Fällen
eine relevante Defektfüllung nachgewiesen werden (Kohn et al., 2011). Allerdings ist das Im-
plantat nicht vaskularisiert.
Seit 2008 ist neben dem Menaflex® ein Polyurethanmeniskus, Actifit® der Firma Ormed-DJO
aus Freiburg in der klinischen Anwendung. Actifit® ist ein synthetisches Meniskusimplantat,
das zu 80 % aus dem biologisch abbaubaren Polyester Poly(-caprolactone) und 20 % aus Poly-
urethan (PUR) besteht. Maher et al. veröffentlichte Ergebnisse zu Testungen des Actifit® am
Schafmodell. Hierbei zeigte sich ein gutes Einwachsverhalten von fibrokartilaginärem Gewebe.
Nach Implantation eines Polyurethanmeniskusscaffolds am Hundemodell beobachtete Welsing
et al. zwar ein Einwachsen von knorpelähnlichem Gewebe, eine Umwandlung in meniskusähn-
liches Gewebe sowie ein Abbau des Scaffolds konnte jedoch nicht belegt werden (Maher et al.,
2010; Welsing et al., 2008; Kohn et al., 2011).
Weitere künstliche Konstrukte, die beispielsweise aus Dacron oder Teflon hergestellt wur-
den, liefern sowohl mit als auch ohne Polyurethanbeschichtung unbefriedigende Ergebnisse
durch übermäßigen Materialabrieb und daraus folgenden schweren Gelenkreaktionen (Mess-
ner, 1994a,c; Kohn et al., 2011).
Das Meniskusallograft ist neben dem Kollagenmeniskus die einzige Option größere Meniskus-
defekte zu ersetzen, wobei sich bei Allografts Kosten, Verfügbarkeit und Abstoßungsreaktionen
als problematisch erweisen (Kohn et al., 2011; Messner, 1994b; Scheffler, 2011; Van Arkel and
De Boer, 2002). Es kann nach erfolgreicher allogener Meniskustransplantation eine deutliche
Verbesserung der Gelenkfunktion sowie eine Reduktion von Schmerzen belegt werden, aller-
dings nur im kurz- und mittelfristigen Verlauf. Die Mechanik des meniskusintakten Kniegelenks
und das Fortschreiten degenerativer Veränderungen können durch eine allogene Transplanta-
tion nicht vermieden werden (Scheffler, 2011).
Ebenso Autografts aus körpereigenem Fett, Sehnen oder Perichondrium wurden von den Auto-
ren Goble, Johnson und Kohn verwendet (Goble et al., 1999; Johnson and Feagin, 2000; Kohn
et al., 1992). Diese konnten die mechanischen Eigenschaften des Meniskusgewebes allerdings
nicht ausreichend nachahmen (Kohn et al., 2011; Martinek and Imhoff, 2008).
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2.4 Kenngrößen für einen optimalen Meniskusersatz
2.4.1 Blutgefäßversorgung der Kniegelenkmenisken
Die Menisken besitzen die Aufgabe, Ungleichheiten zwischen den beiden Gelenkflächen im
Kniegelenk auszugleichen und spielen bei der (Druck-) Kraftübertragung eine wesentliche Rol-
le. Sie sind halbmondförmige Fasergelenkknorpel, die im Querschnitt keilförmig sind und auf
den flachen überknorpelten Gelenkflächen aufsitzen (Benninghoff, 2003). Die Außenseiten der
Menisken sind mit der Innenhaut der Gelenkkapsel verwachsen und werden über diese per Dif-
fusion mit Nährstoffen versorgt (Schiebler, 2007). Durch ihren Flüssigkeitsfilm ermöglicht die
Innenhaut eine reibungsarme Bewegung und Grenzflächenschmierung.
Die Randbereiche der Menisken werden von der Synovialmembran bedeckt und sind im äußeren
Drittel vaskularisiert, während im inneren Zweidrittel kein vaskuläres Gewebe besteht (Sweigart
and Athanasiou, 2001). Daher spricht man, wie in Abbildung 2.1 zu sehen, beim durchblu-
teten äußeren Drittel des Meniskus auch von der sogenannten ‚Red-red-Zone’, dem inneren
Drittel ohne Durchblutung von der ‚White-white-Zone’ und beim Übergangsbereich von der
‚Red-white-Zone‘ (Peretti et al., 2001). Die Versorgung der Menisken mit Nerven stellt sich
analog dar und beschränkt sich auf das äußere Drittel. Sie unterstützen die propriozeptiven
Fähigkeiten des Kniegelenks (Jerosch and Prymka, 1997).
Abbildung 2.1: Sagittaler Schnitt eines Meniskus. Von der Gelenkkapsel her wandern
Blutgefäße in die äußeren Randbereiche des Meniskus. Die ‚White-white-
Zone‘ beschreibt den inneren Teil ohne Vaskularisation, während die ‚Red-
red-Zone‘ Anschluss an das Blutgefäßsystem hat. Der Übergangsbereich
wird als ‚Red-white-Zone‘ bezeichnet.
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2.4.2 Struktur und Kollagenfasertextur
Unabhängig von der Art des Knorpelgewebes bildet dieses ein Kollagengeflecht, in das Pro-
teoglykane und Glykosaminoglykane über Verbindungen zu einer zentralen Hyaluronsäurekette
eingebettet sind (Abbildung 2.2). Das Zusammenspiel der beweglichen (Polysaccharide bzw.
Proteoglykane) und unbeweglichen (Kollagen-) Anteile im Knorpel spielt eine wesentliche Rolle
für seine einwandfreie Funktion als Stoßdämpfer im Gelenk und für seine damit viskoelastischen
Eigenschaften. Die relativ hohe Beweglichkeit der Polysaccharide des Knorpels (der Glykosami-
noglykane) kommt dabei im Wesentlichen durch ihre hohe Hydratisierung zustande, die durch
die hohe negative Ladungsdichte der Carboxylat- und insbesondere der Sulfatgruppen bedingt
ist (Lusse et al., 1995; Schiller, 2004).
Abbildung 2.2: Schematische Darstellung der Organisation der wichtigsten Knorpelbe-
standteile Kollagen, Proteoglykane und Chondrozyten. Im rechten Aus-
schnitt ist der schematische Aufbau eines Proteoglykan-Aggregates darge-
stellt, aus (Schiller, 2004).
Knorpel ist ein dreidimensionales Gewebe, das in mehrere Zonen unterteilt ist. Je nach Be-
anspruchung weisen die Zonen eine unterschiedliche Zusammensetzung ihrer extrazellulären
Matrix (EZM) auf und haben so unterschiedlich mechanische Eigenschaften. Hyaliner Knorpel
besteht hauptsächlich aus Kollagen Typ II und Glykosaminoglykanen (GAG), die in ihrer relati-
ven Konzentration stark von der oberen bis zur unteren Zone variiert (Abbildung 2.3) (Schinagl
et al., 1997; Nguyen et al., 2011). Die oberflächliche Schicht weist durch einen hohen Kol-
lagen II und niedrigen GAG Anteil ein geringes Druckmodul auf, während die Übergangszone
einen geringen Kollagen II Gehalt neben einer erhöhten GAG Konzentration hat und damit ein
höheres Druckmodul besitzt. Die untere Schicht des Knorpels besitzt eine noch höhere Kon-
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zentration an GAGs und besitzt einen noch geringeren Anteil an Kollagen II Fasern. Schließlich
besitzt die verkalkende Knorpelschicht, die den Knorpel in den darunterliegenden Knochen
integriert, das höchste Druckmodul, einen maximalen Anteil an GAGs und die geringste Kolla-
gen II Konzentration, dafür einen hohen Anteil an Kollagen X (Bhosale and Richardson, 2008;
Einhorn et al., 2007; Poole, 1997).
Meniskus ist ein Knorpelgewebe, dessen EZM hauptsächlich aus Wasser und fibrösen Ele-
menten besteht, in die die Fibrochondrozyten (Meniskuszellen) eingeschlossen sind. Der Was-
sergehalt des Meniskusgewebes beträgt etwa 74 %, der Kollagenanteil 22 %, die restlichen
Komponenten sind Proteoglykane (0,8 % Glykosaminoglykane), sowie Adhäsionsmoleküle und
DNA (5,2 %) (Herwig and Buddecke, 1984). Die vorhandenen Kollagene machen 60 bis 70 %
des Trockengewichts des Meniskus aus und umfassen die Typen I, II, III, V und VI, wobei
Kollagen Typ I mit einem Anteil von etwa 90 % dominiert (Sweigart and Athanasiou, 2001).
Abbildung 2.3: Anatomie des Gelenkknorpels, aufgezeigt ist die Zunahme an GAGs, des
Druckmoduls und dem Kollagen X Anteil sowie der abnehmende Trend
des Kollagen II Anteils von der oberflächlichen bis zur verkalkenden Knor-
pelschicht. Schematische Darstellung aus (Nguyen et al., 2011).
2.4.3 Biomechanische Eigenschaften des Meniskus
Im Kniegelenk werden die hyalinen Gelenkknorpel aufgrund relativ kleiner Kontaktflächen sehr
hohen Druckbelastungen ausgesetzt. Zum Ausgleich der Inkongruenz zwischen den Gelenk-
flächen sind die Menisken dazwischen geschoben, die den Drehbewegungen folgen können
und somit die Aufgabe haben, den Druck zwischen Femur- und Tibiakondylen gleichmäßig zu
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verteilen (Aumüller et al., 2007). Eine weitere Funktion des Meniskus liegt in der Vergröße-
rung der Kontaktfläche zwischen Femur und Tibia und dadurch in der Dämpfung von Stößen,
Kraftübertragung und Stabilisierung des Kniegelenks. Die biomechanischen Eigenschaften der
Menisken basieren, wie bereits in Kapitel 2.4.2 beschrieben, auf der gitterartigen Anordnung
der Kollagenfaserbündel, deren Zugfestigkeit 50 bis 300 N/mm2 beträgt (Lohmann, 2005;
Petersen and Tillmann, 1998). Beide Menisken sind jeweils nur am Vorder- bzw. Hinterhorn
fixiert, was bei einer Bewegung des Kniegelenks zu Verschiebungen beider Menisken auf dem
Tibiaplateau führt. Der Druck, der im Kniegelenk auf die Menisken wirkt, kann ein statischer
oder dynamischer Druck sein. Beispielsweise beim Treppensteigen kommt es zu einer statischen
Belastung des Tibiaplateaus mit etwa dem Vierfachen des Körpergewichts. Eine dynamische
Belastung entsteht hingegen beim Laufen mit etwa dem zwei- bis dreifachen des Körperge-
wichts. Das Elastizitätsmodul (E-Modul) im Meniskus beträgt zwischen 93 und 294 MPa je
nach Belastung und stellt ein Maß für die Widerstands- und Funktionsfestigkeit, als auch für
die Funktionsdauer dar. Das Schermodul des Meniskus beträgt 0,13 MPa (Lohmann, 2005;
Sweigart and Athanasiou, 2001; Morrison, 1970). Die Neutral-Null-Methode beschreibt die
maximale Flexion bzw. Extension des Kniegelenks (Benninghoff, 2003). Eine Drehbewegung
des Kniegelenks ist nur in Beugestellung möglich. Bei einem ruckartigen Strecken aus der
Dreh- bzw. Beugestellung können die Menisken nicht rechtzeitig zurückgleiten und werden
von den Femur- bzw. Tibiakondylen eingeklemmt, wobei durch zu starke Kraftwirkung und
damit überschrittene Widerstandsfähigkeit ein Riss im Meniskus entstehen kann.
2.5 Tissue Engineering für suffizienten
Meniskusersatz
Die Kenngrößen anhand des biologischen Gewebes lassen die Komplexität des Meniskus erken-
nen. Im Vergleich zu anderen muskuloskelettalen Geweben, wie Knochen oder Knorpel, gibt
es nur eine geringe Anzahl an Studien, die sich mit dem Versuch des Tissue Engineering von
Meniskusgewebe befassen. Das Vorkommen mehrerer Zelltypen im Meniskus und seine un-
terschiedlich strukturierte EZM, die sich je nach Bereich aus unterschiedlichen Komponenten
zusammensetzt, sind große Herausforderungen, den Meniskus erfolgreich in vitro herzustellen
(Sweigart and Athanasiou, 2001).
Arbeiten, suffiziente Meniskusersatzimplantate zu entwickeln, bedienen sich an der Metho-
de des Tissue Engineering, wobei Meniskusscaffolds mit unterschiedlichen Zelltypen besie-
delt, oder auch Wachstumsfaktoren zugegeben werden, um ein besseres Meniskusregenerat zu
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schaffen. Versuche mit Benetzung und ggf. Konditionierung der Scaffolds mit beispielsweise
mesenchymalen Stammzellen (Angele et al., 2008; Walsh et al., 1999; Zellner et al., 2010)
oder autologen Meniskuszellen (Baker et al., 2009b; Kang et al., 2006) in Tier- oder in vitro
Versuchen erbrachten gute Ergebnisse. Neben den Ansätzen mit zellbesiedelten Trägerstuktu-
ren, eignen sich auch azelluläre Biomaterialien für den Aufbau von Ersatzgewebe (Aufderheide
and Athanasiou, 2005; Sandmann et al., 2009). Ein weiterer Therapieansatz ist die weitere
Verbesserung der Biomaterialien. So könnten z. B. elektrogesponnene Scaffolds zu verbesser-
ten dreidimensionalen Eigenschaften der Scaffolds führen und so die Integration der Zellen und
die Gewebequalität optimieren (Baker et al., 2009a).
2.5.1 Prinzip Tissue Engineering
Das Tissue Engineering beschäftigt sich mit dem Aufbau von funktionellem Gewebe in vitro,
das sowohl als Implantat, zur Unterstützung der Geweberegeneration oder als Testsystem für
toxische Substanzen, Chemikalien und weitere Bereiche der Pharma- und Kosmetikindustrie
eingesetzt werden kann.
Gewebe und Organe bestehen aus spezifischen Zellen, die sich in einem komplexen molekular-
biologischen Gerüst, der EZM, befinden. Im Tissue Engineering werden zunächst Gewebepro-
ben eines Organismus (menschlich oder tierisch) entnommen und aus diesen gewebespezifische
Zellen isoliert und in vitro expandiert. Die expandierten Zellen werden anschließend auf ver-
schiedenste Trägerstrukturen, die den Zellen eine Oberfläche und ein Netzwerk zur Adaption,
Proliferation und Synthese der EZM bieten, besiedelt. Die Scaffolds stellen dabei nicht nur
eine geeignete dreidimensionale (3D) Trägerstruktur für die Zellen, sondern auch für Wachs-
tumsfaktoren und andere biologische Botenstoffe dar. Nach der Zellbesiedelung wird das Gerüst
durch die Zellen und ihre Syntheseprodukte ersetzt, wobei es im Verlauf zu einer Resorption des
Biomaterials kommt. Idealerweise findet die Zelldifferenzierung, bzw. Matrixsynthese synchron
mit dem Abbau des Biomaterials statt (Kreuz et al., 2011). Eine Vielfalt an 3D bioabbauba-
ren Trägerstrukturen werden als künstlicher Ersatz für die EZM verwendet. Das Kultivieren
eines zellbesiedelten Scaffolds zu einem funktionellen Gewebe findet oftmals in vitro in einem
dynamischen Kultursystem, einem sogenannten Bioreaktor, statt. In einem solchen Bioreaktor
können natürliche Umgebungsbedingungen, die in vivo auftreten, wie beispielsweise mechani-
sche Belastungen, simuliert werden. Das Prinzip des Tissue Engineerings ist in Abbildung 2.4
schematisch dargestellt.
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Abbildung 2.4: Grundprinzip des Tissue Engineerings: 1. Entnahme einer Gewebeprobe
und Zellisolation, 2. Zellexpansion, 3. Besiedelung der Zellen auf eine Trä-
gerstruktur und 4. Kultivierung des Gewebeersatzmodells im Bioreaktor,
5. Verwendung als Implantat oder 6. als Testsystem.
2.5.2 Aufbau von Implantaten
Die Entwicklung von Implantaten mittels Tissue Engineering zielt auf eine möglichst hohe In-
tegrationsfähigkeit und gute biomechanische Eigenschaften ab. Dabei kann durch die Verwen-
dung körpereigener Zellen die Problematik möglicher Abstoßungsreaktionen umgangen werden.
Auch die Auswahl einer geeigneten Trägerstruktur für die Zellen ist wichtig, da das Scaffold als
Ersatz für die EZM gilt und größtenteils für die biomechanischen Eigenschaften verantwortlich
ist. Es werden synthetische von natürlichen Biomaterialien unterschieden.
Synthetische Biomaterialien als Meniskusersatz
Ein Beispiel für ein synthetisches Scaffold, welches als Meniskusersatz in Kaninchen getestet
wurde, ist poröses Polyurethan (Klompmaker et al., 1992, 1996b,a). Die Ergebnisse waren
vielversprechend, es konnte Kollagen Typ I und II nachgewiesen und eine Degeneration des
Materials festgestellt werden. Allerdings erfolgten keine biomechanischen Tests (Klompmaker
et al., 1996b). Ein wichtiger Aspekt, der bei der Herstellung von synthetischen Materialien
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beachtet werden muss, ist die Porengröße, um ein Einwandern des Gewebes und der Zellen
in das Material zu begünstigen. Die optimale Porengröße für ein aromatisches Polyurethan-
material scheint zwischen 150 and 500 μm zu sein, geringere Porengrößen sind nicht fördernd
(Klompmaker et al., 1993). Neben den aromatischen Polyurethanen, die toxische Partikel wäh-
rend ihrer Degeneration abgeben, erfolgte die Testung von aliphatischen Polyurethanen, bei
denen eine 80 bis 100 %ige Einwanderung von fibrösem Gewebe zu erkennen war. Ein Pro-
blem jedoch besteht in ihrer geringen Scherfestigkeit, die zur Ursache einer Implantatlockerung
werden könnte und die durch komplexe Nahttechniken nicht vollständig behoben werden kann
(de Groot et al., 1996).
Als weitere Trägerstruktur erfolgte die Verwendung eines Teflonnetzes, welches an die Stelle
einer Totalmeniskektomie genäht wurde und dem umliegenden Gewebe ein Infiltrieren des Scaf-
folds über 12 Monate erlaubte. Im Vergleich zu den Versuchen ohne das Teflonnetz, konnte
bei den in vivo-Studien im Hund durch das Einnähen des Netztes eine geringere Degeneration
des Knorpels festgestellt werden. Dennoch waren die Ergebnisse nicht sehr erfolgversprechend
(Toyonaga et al., 1983).
Veth et al. führten Studien mit reinen Kohlenstofffasern, reinen Poly-L-Lactat-(PLLA) Fasern,
oder eingebetteten Kohlenstoff- bzw. PLLA-Fasern in Polyurethan-Poly(L-lactid)-Scaffolds als
Meniskusersatz durch. Die Scaffolds lieferten im Kurzzeitversuch gute Ergebnisse, allerdings
wurden keine biochemischen oder biomechanischen Analysen durchgeführt (Veth et al., 1983,
1986).
Ein 50/50 Copoly(L-lactid/e-capralacton)-Scaffold stellt ein weiteres vielversprechendes syn-
thetisches Biomaterial in seiner Verwendung als Meniskusersatz dar. Erforscht wurden hierbei
Scaffolds mit unterschiedlichen Kompressionsmodulen, wobei das Scaffold mit 40 kPa kein
fibröses Gewebeeinwachsen zeigte, während die mit 100 kPa eine 50 bis 70 %ige Gewebeein-
wanderung aufwiesen. (de Groot et al., 1997)
Scaffolds aus Polyglycolsäure (PGA) oder Polylactid-co-Glycolid (PLGA) wurden von der Grup-
pe Ibarra et al. als Meniskusimplantat im Schafmodell verwendet. Bevor das mit Zellen vor-
besiedelte Scaffold im Defekt eingesetzt wurde, erfolgte aufgrund der geringen mechanischen
Eigenschaften eine subkutane Implantation der Materialien für eine bestimmte Zeit. Nach 6-
wöchiger in situ-Implantation erfolgte die Erhaltung eines proteoglykanreichen Gewebes mit
einer organisierten Kollagenfasertextur (Ibarra et al., 1997, 2000).
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Natürliche Biomaterialien und Anwendungen
Es gibt neben der großen Vielfalt an synthetischen Materialien nur wenige Studien, die mit na-
türlichen Biomaterialien durchgeführt wurden. Allerdings haben beispielsweise die natürlichen
Kollagen-Scaffolds bereits einen höheren Entwicklungsstand erreicht, als die synthetischen.
Kollagene tierischen Ursprungs bieten eine ausreichende Primärstabilität im wässrigen Medi-
um, sie benötigen keine zusätzlichen chemischen Substanzen und sind frei von zelltoxischen
Inhaltsstoffen.
Walsh et al. besiedelte in seiner Studie Kollagen Typ-I-Schwämme mit autologen Stammzellen
und erzielte mit dem Einsatz des besidelten Scaffolds als Meniskusersatz in einem Kaninchen-
modell gute histologische Ergebnisse. Jedoch waren bereits nach einem Beobachtungszeitraum
von 6 Monaten degenerative Veränderungen, begründet durch eine geringe biomechanische Be-
lastbarkeit, nachweisbar (Walsh et al., 1999).
Sowohl Typ-I Kollagen-GAG Scaffolds aus bovinem Kollagen und Chondroitin-6-Sulfat als auch
Typ-II Kollagen-GAG Scaffolds (Chondrocell von Geistlich Biomaterials, Wolhusen, Ch) wurden
von Müller et al. mit primären Meniskuszellen besiedelt. Nach drei Wochen Kultur wurde eine
meniskusähnliche Zellmorphologie und -dichte in beiden Biomaterialien beobachtet, allerdings
wurden keine mechanischen Tests an den Ersatzgeweben durchgeführt (Müller et al., 1999).
Die besten Ergebnisse wurden bei der Verwendung eines Kollagen-GAG Co-Polymers erzielt,
das von Rodkey et al. entwickelt wurde. Das Kollagen-Scaffold, isoliert aus bovinen Sehnen,
die peripher ausgerichtet sind, ist bereits in der klinischen Studie der Phase II (Rodkey et al.,
1999). In den Tierstudien wurden 80 % des medialen Meniskus im Hund entfernt und durch
das Scaffold ersetzt (Stone et al., 1992). In Phase I und II der klinischen Studien wurden die
beschädigten Teile des Meniskus abgetrennt, das Scaffold auf die entsprechende Größe ge-
trimmt und eingenäht, wobei der zu ersetzende Bereich zwischen 35 % and 85 % des ganzen
Meniskus variiert (Rodkey et al., 1999; Stone et al., 1997). Nach drei Jahren wurde keine
Degeneration des Gelenkknorpels festgestellt und die Ergebnisse sehen vielversprechend aus
(Rodkey et al., 1999; Stone et al., 1997).
Eine weitere, natürliche Trägerstruktur stellt das Biological Vascularized Scaffold (BioVaSc®)
dar (Mertsching et al., 2005). Dabei handelt es sich um ein kurzes Stück eines Schweinedünn-
darms mit erhaltenem Blutgefäßsystem, das mit einem arteriellen sowie venösen Anschluss
explantiert wird. Die bestehende Kollagendarmmatrix sowie die Blutgefäße werden chemisch
sowie enzymatisch azellularisiert, um ein azelluläres Trägergerüst zu erhalten, welches sich mit
Zellen rebesiedeln lässt (Reboredo et al., 2013). Durch eine erfolgreiche Rebesiedelung des
Kapillarsystems kleiden Endothelzellen die Blutgefäße neu aus und versorgen in vitro das Lu-
men des Schweinedünndarms und somit das Ersatzgewebe in vivo mit Nährstoffen (Mertsching
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et al., 2005, 2009; Hansmann, 2005). Die Kultivierung des Ersatzgewebes erfolgt dynamisch
in einem Bioreaktorsystem, in welchem physiologische Kultivierungsbedingungen gewährleistet
sind. Der physiologische Blutfluss des zu kultivierenden vaskularisierten Gewebes lässt sich in
vitro durch einen pulsatilen Medienfluss simulieren. Die erste erfolgreiche Implantation der
azellulären und biokompatiblen BioVaSc® am Menschen erfolgte als Tracheaersatz (Macchia-
rini et al., 2004).
Badylak et al. verwendete für seine Studien ebenfalls ein Stück der Dünndarmsubmucosa (SIS),
die er aus Schweinen gewinnen konnte. Durch die Vaskularisation und Zellbesiedlung bildet
sich nach der Implantation ein dem Umgebungsgewebe ähnliches Konstrukt, allerdings bietet
die SIS noch nicht das 3D Grundgerüst und die notwendigen biomechanischen Vorausset-
zungen für einen kompletten Meniskusersatz. Momentan wird das Biomaterial vor allem zur
Rekonstruktion von Sehnen im orthopädischen Sektor eingesetzt (Badylak, 2007; Kreuz et al.,
2011).
Neben der azellularisierten Schweinedarmmatrix gibt es Studien, in denen azelluläre Menis-
kusscaffolds, die durch chemische Azellularisierung aus Allografts gewonnen werden, als Trä-
gerstruktur dienen. Der Vorteil dieser Scaffolds ist die Erhaltung der biomechanisch wichtigen
EZM bei gleichzeitiger Reduzierung der Zelltoxizität durch Zellentfernung (Kreuz et al., 2011).
Bislang konnten sowohl humane als auch tierische Menisci erfolgreich dezellularisiert werden
(Sandmann et al., 2009; Stabile et al., 2010; Stapleton et al., 2011). Sandmann et al. azellulari-
sierten humane Menisci durch Zugabe von Sodiumdodecylsulfat (SDS) und erzielten dabei ein
ähnliches biomechanisches Verhalten wie bei intakten Menisci. Die histologischen Untersuchun-
gen des Konstrukts ergaben eine mit dem intakten Meniskus vergleichbare Kollagenstruktur
(Sandmann et al., 2009). Durch einen Enzymverdau wurden Menisci vom Schaf azellularisiert,
wobei eine höhere Steifigkeit bei besserer Komprimierbarkeit im Vergleich zu nativen Menisci
erzielt wurde, jedoch die EZM nicht vollständig erhalten blieb (Maier et al., 2007). Stabile et
al. halbierte in einer Schafstudie den Meniskus, dezellularisierte die eine Hälfte und verglich sie
mit der anderen Intakten. Hierbei wies das bearbeitete Konstrukt größere Poren bei ansons-
ten vergleichbaren biomechanischen Eigenschaften auf (Stabile et al., 2010). Weiter konnte
nachgewiesen werden, dass die Konstrukte ein gutes Einwachsen humaner Fibroblasten aufzei-
gen, was an Mäusen nach subkutaner Implantation getestet wurde, und sie kein autoimmunes
Potenzial aufweisen (Stapleton et al., 2011). Im Rattenmodell zumindest ermöglichten mit
mesenchymalen Stammzellen besiedelte azelluläre Meniskusscaffolds eine bessere Knorpelpro-
tektion als unbesiedelte Zellträger (Yamasaki et al., 2008).
Neben den reinen natürlichen oder synthetischen Materialien, die erforscht wurden, lassen sich
wenige Arbeiten mit Komposit-Materialien finden, die aus zwei oder mehreren verbundenen
Materialien bestehen. Angele et al. verwendete beispielsweise ein Hyaluronsäure-/Gelatine-
Kompositscaffold als Meniskusersatzmaterial, das mit autologen mesenchymalen Stammzellen
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besiedelt wurde. Dieses Implantat zeigte nach drei Monaten einen erhöhten Anteil an menis-
kustypischem Faserknorpel, nachdem es bei Kaninchen implantiert wurde (Angele et al., 2008;
Kreuz et al., 2011).
2.5.3 Entwicklung von 3D Testsystemen
Testsysteme stellen Alternativen zum Tierversuch dar, die beispielsweise nach dem EU-Verbot
von Tierversuchen für Kosmetika, das am 11. März 2013 in Kraft trat, für die Industrie von
großer Bedeutung sind.
3D in vitro-Testsysteme werden oftmals auf Basis von Kollagen Typ I Hydrogelen aufgebaut.
So kann beispielsweise ein vom Fraunhofer IGB komplex entwickeltes Hautmodell mit natür-
licher Haut physiologisch verglichen werden. Es ermöglicht unter anderem die Prüfung von
neuen Wirkstoffen sowie deren Wirksamkeit und dient unter anderem auch als Tumor- und
Infektionsmodell, sowie für Wundheilungsstudien (Weimer, 2006; Walles et al., 2007). Dadurch
können mit Hilfe des 3D Hautmodells Risiken von chemischen und externen Faktoren sowie
die Biokompatibilität von Medizinprodukten beurteilt werden.
Ein weiteres Testsystem stellt die azellularisierte, biokompatible BioVaSc® Trägerstruktur dar,
auf deren Basis ein funktionelles, vaskularisiertes Lebermodell aufgebaut werden konnte. Die-
ses kann bei Medikamententests zum Einsatz kommen und den Abbau von Wirkstoffen auf
toxische Substanzen hin untersuchen (Schanz et al., 2010).
Die Dünndarmsubmucosa (SIS-muc) der BioVaSc® kann ebenso auch ohne die Gefäßan-
schlüsse als biologische Trägerstruktur für beispielsweise den Aufbau eines 3D Darmmodells
oder Tumormodells verwendet werden (Pusch et al., 2011; Reboredo et al., 2013). Dabei be-
einflusst die 3D Struktur des Scaffolds die Differenzierung der verwendeten Zelltypen in die
Zielzellen und spiegelt die physiologischen Eigenschaften wider. Im Gegensatz zu konventio-
nellen 2D Zellkultursystemen, stellen 3D Kultursysteme in vitro physikalisch unterstützende
Trägerstrukturen dar. Demnach wird die Verwendung von biotechnologisch hergestellten 3D
Trägermaterialien zunehmend als der erfolgversprechendste, experimentelle Ansatz gewertet
natürliche, strukturierte und funktionelle Gewebeeigenschaften zu regenerieren.
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2.6 Das Elektrospinning als ein biotechnologisches
Herstellungsverfahren von 3D Trägermaterialien
Wie bereits in Kapitel 2.5 erwähnt, kann das Elektrospinning zu verbesserten dreidimensionalen
Eigenschaften von Trägermaterialien führen und so die Integration der Zellen und die Gewebe-
qualität optimieren (Baker et al., 2009a). Mittels der Elektrospinning-Methode ist es möglich,
aus Polymerlösungen Fasern und strukturierte Scaffolds unterschiedlicher Art mit spezifischen
Funktionalitäten herzustellen (Truong et al., 2012). Neben synthetischen Polymeren können
auch Kollagene zur Herstellung von elektrogesponnenen Trägermaterialien verwendet werden,
die ein Zellwachstum neben ausreichender mechanischer Unterstützung erlauben. Beim Prozess
entstehen typischerweise Fasern mit Durchmessern kleiner 1000 nm, die auch als Nanofasern
bezeichnet werden. Nanofasern sind attraktive Substrate für Anwendungen in der Geweberege-
neration, da sie EZM-Strukturen simulieren. Elektrospinning ist bekannt als eine der effizientes-
ten Techniken, um Polymer-Nanofasern zu erzeugen. Neueste Forschungsergebnisse konnten
zeigen, dass Zellreaktionen, wie z. B. Adhäsion, Proliferation und Differenzierung, durch die
Abstimmung der Eigenschaften der Nanofasern beeinflusst werden (Kai et al., 2013).
Bei der Methode Elektrospinning wird die Polymerlösung an einer Elektrode dosiert und durch
das elektrische Feld von der Elektrode abgezogen und beschleunigt. Dabei entsteht in einem
komplexen Prozess die Aufspaltung der Polymerlösung in kleine und kleinste Fasern und Ge-
spinste, die sich schließlich auf der Gegenelektrode als eine Art Vlies ablagern (Greiner and
Wendorff, 2007; Wendorff and Greiner, 2012). In Abbildung 2.5 sind schematisch zwei mögliche
Varianten einer Elektrospinning Apparatur dargestellt. Abbildung 2.5 (A) zeigt den typischen
vertikalen Aufbau, wobei die Spritze von oben auf den Kollektor gerichtet ist und die Aus-
trittsgeschwindigkeit der Polymerlösung über die Gravitationskraft bestimmt wird. Bei der in
Abbildung 2.5 (B) gezeigten horizontalen Apperatur wird die Polymerlösung mit Hilfe einer
Spritzenpumpe befördert. Hierbei ist der Kollektor, flach oder eine Welle, auf der Höhe der
Pumpe aufgestellt.
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Abbildung 2.5: Schematischer Aufbau einer Elektrospinning Apparatur. (A) Typischer
vertikaler Aufbau und (B) Horizontaler Aufbau, aus (Bhardwaj and Kun-
du, 2010).
Das Ergebnis des Elektrospinnens ist kaum vorhersagbar. Das Erreichen des gewünschten Ziel-
produkts erfolgt daher empirisch durch eine aufwendige Optimierung der Parameter, wie La-
dungsdichte, Viskosität und Oberflächenspannung, die maßgeblich Einfluss auf die Morphologie
der Fasern und dessen Durchmesser haben (Liu et al., 2012a).
2.7 Stammzelltherapie und Differenzierungspotential
von Stammzellen
Die Stammzelltherapie findet schon seit vielen Jahren bei der Behandlung verschiedener
Krebserkrankungen, wie z. B. bei Leukämien, Anwendung. In der klinischen Praxis werden
für diese Therapien ausschließlich hämatopoetische Stammzellen verwendet. Diese multipo-
tenten Blutstammzellen sind körpereigene Zellen (autologe Transplantation) oder die eines
Spenders (allogene Transplantation). Seit den 1990er Jahren wurden jedoch viele weitere
Stammzellen entdeckt, isoliert und charakterisiert. Sie können zum einen aus embryonalem
(pränatalem) Gewebe, zum anderen aus adultem (postnatalem) Gewebe isoliert werden. Em-
bryonale Stammzellen sind pluripotent, während adulte Stammzellen ein eingeschränkteres
Differenzierungspotential besitzen. Im Rahmen von klinischen Studien wurden bereits andere,
nicht blutbildende Stammzellen übertragen, etwa mesenchymale Vorläuferzellen (MSZ). MSZ
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haben in der Forschung große Beachtung gefunden und dienen häufig als Zellquelle für den
Aufbau von 3D in vitro Gewebe-Konstrukten, die in muskuloskelettalen Defekten Einsatz fin-
den sollen. Im Jahr 1968 wurden MSZ erstmals aus Knochenmark isoliert und als Fibroblasten
mit der Fähigkeit zur osteogenen Differenzierung beschrieben. Heute gibt es eine Vielzahl an
Gewebe wie Muskel, Fett, Blut, Periost, Zahnpulpa, Lunge und Knochen als Quelle für die
MSZ, wobei Knochenmark oder Fettgewebe zumeist aus Gründen der Zugänglichkeit genutzt
werden. Wie andere Vorläuferzellen, weisen sie ein hohes Proliferations- und Selbsterneuerungs-
potential auf, d. h. sie besitzen eine permanente Telomerase-Aktivität und unterliegen damit
nicht dem Alterungsprozess bei Zellteilungen, wie es bei differenzierten Zellen der Fall ist. Ein
weiteres Merkmal dieses Typs von Vorläuferzellen ist die Fähigkeit, sich zu einer Vielzahl von
Gewebezellen zu differenzieren. Mögliche Zielzelltypen sind Adipozyten, Chondrozyten, Osteo-
blasten, Myoblasten, Stromazellen sowie Fibroblasten (Park et al., 2011; Wintermantel and
Ha, 2009).
Es wurden umfangreiche Antigen-Profile von MSZ erstellt, um diese zellbiologisch zu charak-
terisieren, die in Tabelle 2.1 zusammengefasst sind (Lanza, 2009).




CD9, CD10, CD13, CD29, CD34, CD44, CD49d, CD49e, CD54,
CD55, CD59, CD105, CD146, CD166
negative, nicht vorhan-
dene Marker
CD3, CD4, CD11c, CD14, CD15, CD16, CD19, CD31, CD34,
CD38, CD45, CD56, CD61, CD62P, CD104, CD144
Es zeigte sich, dass es je nach Herkunft der MSZ Abweichungen der Expressionsmarker gibt.
Während aus Knochenmark gewonnene MSZ positiv für STRO-1 und CD106 (Cluster of Diffe-
rentiation 106) und negativ für CD49d sind, verhalten sich hier Vorläuferzellen aus Fettgewebe
gegenteilig. Daher wird davon ausgegangen, dass es sich bei MSZ um eine heterogene Zell-
population handelt, deren Zellen ein unterschiedliches Maß an Differenzierungsfähigkeit und
Plastizität aufweisen (Wintermantel and Ha, 2009).
Die International Society for Cellular Therapy (ISCT) hat aufgrund des komplexen Musters
an Antigenen zum Nachweis von MSZ folgende Charakterisierung vorgeschlagen. Die Fak-
toren CD73, CD90 und CD105 müssen von mindestens 95 % der Zellen exprimiert werden,
während mindestens 98 % der Zellen für CD14, CD35, CD45, CD79α und HLA-DR negativ
sein müssen. Außerdem zeigen MSZ laut Definition die Fähigkeit der Adhäsion unter Stan-
dardkulturbedingungen und können durch spezifische Färbungen nach der Differenzierung in
Adipozyten, Chondrozyten und Osteoblasten dargestellt werden (Artmann et al., 2011).
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Der Ursprung aller Chondrozyten sind MSZ. In ihrem frühen Entwicklungsstadium kondensie-
ren und differenzieren die MSZ in Matrix-produzierende Chondroblasten. Wechselwirkungen
mit umliegenden Matrixkomponenten haben sich als wichtiger Anreiz für die Zellweiterentwick-
lung in reife Chondrozyten erwiesen (Day et al., 2005; Lüllmann-Rauch, 2009; Quintana et al.,
2009). Eine komplexes Wechselspiel von Signalmolekülen wurde bereits identifiziert, so dass
Proliferations- und Differenzierungsfaktoren in vitro aufeinander abgestimmt werden können,
um entweder die Zelle im Knorpelstatus zu erhalten oder diese in die Knochenbildung zu len-
ken. Bevor die Zellen das zuletzt genannte Stadium, die sogenannte enchondrale Ossifikation,
erreichen, differenzieren die Chondrozyten zunächst in übergroße hypertrophe Chondrozyten
(Goldring et al., 2006).
Die Marker, die zur Bestimmung der spezifischen Differenzierungsphasen herangezogen werden,
sind in Abbildung 2.6 dargestellt. Bislang gibt es nur wenige Untersuchungen zur Entwicklung
von Faserknorpel. Die beschriebenen Marker sind identifizierte Gelenkknorpelmarker und wer-
den im Rahmen dieser Arbeit unter Vorbehalt auf Faserknorpel übertragen.
Kollagen Typ II und Aggrekan sind knorpelspezifische Strukturproteine, die in der EZM des
hyalinen Knorpels vorkommen. Erreichen chondrogen differenzierte MSZ, beispielsweise mit
Hilfe von spezifischen Wachstumsfaktoren, den Differenzierungsstatus von Chondroblasten,
exprimieren diese die beiden Marker.
Der frühe Chondrozytenmarker Sox9 ist ein Schlüsseltranskriptionsfaktor, der ebenfalls von
differenzierten MSZ, die sich im chondrogenen Vorläuferstatus und Chondroblastenstatus be-
finden, exprimiert wird. Durch die Unterdrückung der Vaskularisierung und Blockierung der
Endothel Wachstumsfaktor (VEGF)-Expression, bleibt der chondrogene Differenzierungsstatus
erhalten und die Zellen differenzieren nicht weiter zu Osteoblasten, was den Marker für die
Chondrozyten Festlegung essenziell macht (Day et al., 2005; Hattori et al., 2009). Bei der
Generierung von hyalinem Knorpelgewebe ist die Festlegung unbedingt zu beachten, während
bei der Generierung eines Meniskusfaserknorpels die Teilvaskularisierung und somit auch die
enchondrale Ossifikation, zumindest am Rand des Gewebes, erwünscht ist.
Erreichen die Chondrozyten den Status einer Hypertrophie, zeigen sie eine negative Expression
des Transkriptionsfaktors Sox9 und dafür eine Hochregulierung von RunX2, ein Transkripti-
onsfaktor, der für die frühe Osteoblastendifferenzierung bekannt ist. Die Osteoblastendifferen-
zierung kann durch den Sox9-Faktor gehindert werden, da er die RunX2-Expression kontrolliert
(Dy et al., 2012). Befinden sich die differenzierten MSZ bereits im fortgeschrittenen Osteo-
blastenstatus, führt die Expression von RunX2 weiter zur Kollagen Typ X (Kol X) Synthese
der Zellen (Akiyama, 2008; Day et al., 2005; Zuscik et al., 2008). Kol X ist ein netzbildendes
Matrixprotein, das von hypertrophen Chondrozyten exprimiert wird und einen großen Anteil
der EZM der untersten, verkalkenden Knorpelzone ausmacht. Gleichzeitig zieht eine erhöhte
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VEGF-Konzentration Osteoblasten und Endothelzellen an, was zur Einwanderung von Blutge-
fäßen führt (Pufe et al., 2005).
Abbildung 2.6: Eine Auswahl an Markern, die spezifische Stadien der Chondrogenese fest-
legen. Das Expressionsmuster der verschiedenen Faktoren hilft das Ent-
wicklungsstadium zu bestimmen, modifiziert aus (Zuscik et al., 2008).
Der Differenzierungsprozess kann durch spezifische Zytokine und Wachstumsfaktoren (Jaiswal
et al., 2000; van Osch et al., 2002), als auch durch biophysikalische Stimulationen (Chen et al.,
2003; Simmons et al., 2003) und die Bereitstellung einer geeigneten 3D Umgebung gesteuert
werden (Lisignoli et al., 2001; Sohier et al., 2008). Für den Einsatz im muskuloskelettalen
Tissue Engineering sind MSZ besonders interessant, da sie eine Reihe von Eigenschaften auf-
weisen. Dazu gehört die Absonderung von bioaktiven Molekülen, die Inhibierung der Apoptose
umliegender Zellen, die Verminderung von Narbenbildung und Fibrose bei verletzen Geweben
und die Anregung von Angiogenese und damit auch die Fähigkeit, neue Blutversorgung her-
stellen zu können (Wintermantel and Ha, 2009). MSZ stimulieren über sekretorische Faktoren
die Zellteilung gewebsspezifischer Vorläuferzellen (Pallua and Suschek, 2011).
2.8 Angiogenese und die Rolle der mikrovaskulären
Endothelzellen
Die Bedeutung der Blutgefäße in der Bildung des Skelettes und der Knochenheilung wurde
bereits im 18. Jahrhundert belegt (Hunter, 2007). Von der Blutversorgung und damit auch von
Endothelzellen sind nahezu alle Körpergewebe abhängig. Durch das Erweitern oder Wiederauf-
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bauen des Gefäßsystems ermöglichen die Endothelzellen so das Wachstum und die Heilung von
Geweben (Alberts et al., 2003; Augustin, 2004). Sie regulieren den Austausch von Blutstrom
und dem umliegenden Gewebe, behalten zeitlebens die Fähigkeit zur Zellteilung und können
ihre Anordnung und Anzahl den Gegebenheiten ihrer Umgebung anpassen (Alberts et al.,
2003). Arterien und Venen besitzen eine Wand aus Bindegewebe und glatter Muskulatur, de-
ren Durchmesser größenabhängig ist und deren Innenseite stets von Endothelzellen bedeckt
ist. Kleinere Gefäße wie Kapillaren und Sinusoide dagegen besitzen keine Muskel- und Binde-
gewebsschicht und bestehen nur aus einer Basallamina und Endothelzellen. Untersuchungen
der Embryonalentwicklung zeigen, dass große Gefäße zunächst aus solchen sehr kleinen Kapil-
laren entstehen und Bindegewebe und Muskeln erst zu einem späteren Zeitpunkt durch lösliche
Faktoren, produziert von Endothelzellen, rekrutiert werden (Alberts et al., 2003).
Die größte Hürde bei der Entwicklung von großen, komplexen Geweben im Tissue Engineering
ist die Gewährleistung der Lebensfähigkeit der Konstrukte in vitro und in vivo. Implantate
müssen in vivo vaskularisiert werden, um das Überleben, deren ausreichenden Versorgung und
Integration zu sichern (Folkman and Hochberg, 1973; Goldstein et al., 2001). Diffusion ist eine
Möglichkeit der Zellversorgung, jedoch kann hier nur eine Versorgung bis auf eine maximale
Tiefe von 200 μm im Gewebe oder Scaffold erreicht werden (Klepetko et al., 2004; Glatz et al.,
2003). Zur Erhaltung eines neu aufgebauten Gewebekonstrukts ist es daher notwendig, neue
Blutgefäße aus schon vorher vorhandenen Gefäßen ausbilden zu lassen. Dieser Vorgang wird
als Angiogenese bezeichnet. Angiogenese ist ein komplexer Prozess, der von der Anwesenheit
der EZM, sowie der Migration und mitogenen Stimulation von Endothelzellen abhängig ist und
eine wesentliche Rolle bei der Entwicklung des Bewegungsapparates und der Knochenbruch-
heilung spielt (Novosel et al., 2011; Kanczler and Oreffo, 2008). Neue Gefäße entstehen immer
aus Kapillaren durch Aussprossung aus von bestehenden Kapillaren. Die Gefäßneubildung setzt
als Antwort auf spezifische Signale ein, bei der Endothelzellen lange Fortsätze bilden, die die
Entwicklung der Sprossung beim Einwachsen in umliegendes Gewebe steuern. Die Zellen bil-
den zunächst einen dichten Spross, der durch das Verschmelzen der Vakuolen benachbarter
Endothelzellen zu einer Röhre umgestaltet wird, die als Kapillarkanal dient (Rücker, 2011).
Verschiedene Wachstumsfaktoren, wie der Fibroblasten-Wachstumsfaktor (FGF) und VEGF,
die von Makrophagen und Endothelzellen in der hypoxischen und sauren Umgebung des Implan-
tats freigesetzt werden, stimulieren das Wachstum neuer Kapillaren in den Geweben, die somit
mit Sauerstoff und Nährstoffen versorgt werden (Ribatti et al., 2000; Ahrendt et al., 1998;
Shweiki et al., 1992; Nomi et al., 2002). Als ein spezifisches Mitogen der Endothelzelle fördert
VEGF die Differenzierung und Proliferation der Zelle, was zur Ausbildung von unausgereiften
Gefäßen führt (Ribatti et al., 2000). Weiter wirken saure und basische FGFs (aFGF, bFGF),
Hepatozyten-Wachstumsfaktor (HGF), Platelet Derived Growth Factor (PDGF), Transformie-
render Wachstumsfaktor (TGF-β) und Angiopoietine mit (Wenger et al., 2004).
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Ein kritischer Faktor, beispielsweise nach der Knochenimplantation, ist die Revaskularisierung
des Implantats. Ohne sie degeneriert das Gewebe und wird nekrotisch (Schmid et al., 1997).
Einige Strategien wurden dazu entwickelt und erforscht, wie z. B. die indirekte Revaskularisati-
on. Bei diesem Konzept wird das aufgebaute Gewebekonstrukt mit vitalem Gewebe umwickelt
und das Einwachsen von Mikrogefäßen angeregt (Walles, 2004; Eiselt et al., 1998; Cebotari
et al., 2002). In diesem Ansatz entwickeln sich die neuen Kapillaren aus den umliegenden
Geweben, veranlasst durch eine entzündliche Wundheilungsantwort als eine Reaktion zur chi-
rurgischen Implantation (Jain, 2003). Jedoch fördert diese Reaktion nicht die Neoangiogenese
im implantierten Konstrukt.
Als Voraussetzung für die Herstellung von komplexen und funktionellen humanen Gewebeäqui-
valenten dokumentierte Schanz et al. einen in vitro-Angiogeneseprozess in einem von ihnen
aufgebauten vaskularisierten Lebermodell (Schanz et al., 2010).
2.9 Anwendung von Bioreaktorsystemen im Tissue
Engineering
Experimente im Tissue Engineering zeigten, dass bei der Züchtung von neuem Gewebe viele
Signale aus der Umgebung der Zellen den Zustand des Gewebes beeinflussen und es nicht
nur der Isolation von Zellen aus einem Zielgewebe und der anschließenden Versorgung mit
Nährstoffen in Zellkulturschalen bedarf (Lindahl et al., 2003; Chen and Hu, 2006). Die gewe-
bespezifischen Eigenschaften und die Vitalität eines Gewebes sind in vitro stark von den Kultur-
bedingungen abhängig. In Folge dessen werden Bioreaktoren entwickelt, die grundsätzlich die
Aufgabe übernehmen, die in vivo Situation zu simulieren. Dabei wächst deren Detaillierungs-
grad und die technische Komplexität solcher Systeme stetig an. Die Züchtung unterschiedlicher
Gewebe setzt unterschiedliche Reize voraus.
2.9.1 Bioreaktoren allgemein
Frühe Bioreaktormodelle sind von Zellkulturschalen abgeleitet und erfüllten hauptsächlich die
Aufgabe, das kultivierte Gewebe mit Nährstoffen zu versorgen oder 3D Strukturen unter dy-
namischen Kulturbedingungen mit Zellen zu besiedeln. Ein Beispiel ist die Spinnerflask, in der
das Medium bzw. die Zellsuspension aktiv in einem Kulturgefäß mittels eines Rührers bewegt
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wird (Minuth et al., 2005).
Für die Herstellung eines komplexen Gewebes in vitro, welches dicker als ca. 0,2 mm ist, kön-
nen tiefere Gewebsschichten nicht mehr durch Diffusion allein versorgt werden (Walles et al.,
2003). Während beim Knochen-Tissue Engineering die Perfusion bei veränderter mechanischer
Deformation der Trägerstruktur eine Rolle spielt, erfolgt die Kultivierung von gezüchteten
Hautmodellen unter Air-Lift Kulturbedingungen, um die Zellen zur Ausdifferenzierung anzu-
regen, die mit der Ausbildung einer Hornschicht an der Grenzfläche resultiert (Kahlig et al.,
2013; Rauh et al., 2011; Groeber et al., 2011). Nur so kann funktionelles Gewebe gezüchtet
werden, welches dem natürlichen Vorbild entspricht.
Pusch et al. konnten unter kontinuierlichen Flussbedingungen hochprismatisches Zellwachstum
der Caco-2-Zelllinie auf einer biologisch azellularisierten Schweinedarmmatrix beobachten, wie
sie im Darmgewebe vorzufinden sind. Im Gegensatz dazu konnte diese Art an Zellausrichtung
in statischen Modellen nicht festgestellt werden (Pusch et al., 2011).
Der pulsatile Druck ist z. B. ein wichtiger Reiz bei der Herstellung von Gefäßimplantaten. Und
zwar besitzen Gefäße, die unter pulsatilem Druck hergestellt werden im Vergleich zu statisch
erzeugten, einen wesentlich höheren Maximaldruck. Bei ansonsten gleichen Vorgaben, wie Trä-
gerstruktur und Medium, reißen die dynamisch kultivierten später (Koechlin et al., 1991).
Für das Tissue Engineering von Knorpelgewebe zeigt sich ein ähnlicher Reiz, der von großer
Bedeutung ist, die mechanische Stimulation.
Motiviert durch solche Kenntnisse wird davon ausgegangen, dass zur Kultur von verschiedenen
Gewebearten ex vivo spezifische Reaktorsysteme zu entwickeln sind. Für deren Auslegung ist
es hilfreich, die jeweilige in vivo Situation des Gewebes, das nachgebaut werden soll, zu be-
trachten, aus dieser sich Konsequenzen für den Aufbau eines gewebespezifischen Bioreaktors
ableiten. So werden physiologische Kultivierungsbedingungen und die Generierung von vitalem
Gewebe in vitro ermöglicht (Hansmann, 2010).
2.9.2 Bioreaktoren für das Knorpel-Tissue Engineering
Die grundlegenden Anforderungen an einen Bioreaktor, wie die Versorgung der Zellen mit
Nährstoffen und Gasen sowie der Abtransport von Stoffwechselprodukten, genügen noch lange
nicht allen Voraussetzungen zum Aufbau von Gewebe in vitro. Fast alle Gewebearten im Kör-
per werden mechanisch beansprucht, womit der Reiz der mechanischen Stimulation von großer
Bedeutung ist. Die Bioreaktorsysteme müssen diese gewebetypischen Signale an die Explantate
bzw. 2D und 3D Konstrukte übermitteln. Dafür gibt es einige Ursachen-Wirkungsprinzipien
von bereits verbreiteten Bioreaktoren, die Schulz et al. beispielhaft für das Knorpel-Tissue
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Engineering zusammengestellt hat.
Statisch kultiviert produzieren Knorpelzellen den wenig strapazierfähigen Faserknorpel und
nicht den elastischen hyalinen Knorpel (Lindahl et al., 2003). Speziell Knorpel nimmt in vivo
zyklisch hohe Druckkräfte neben hohen Scherkräften auf. Dieser Faktor ist bei der Kultivierung
von Knorpelzellen zu berücksichtigen (Lindahl et al., 2003). Neben Stimuli wie Ultraschall oder
Reize durch ein elektrisches Feld können Systeme wie ein zylindrischer Behälter, der sich um
seine Längsachse dreht (rotating vessel) zur Kultur von Knorpelkonstrukten verwendet werden.
Durch die entsprechenden Zentrifugationskräfte und Trägheit der Masse werden Belastungen
auf Scaffolds erzeugt. Daneben existieren für in vitro Gewebekulturen Perfusionsreaktoren,
oder hydrostatische Druckreaktoren mit und ohne Perfusion. Ein weiteres Konzept sind die
mechanischen Kompressionsreaktoren, bei denen Kräfte mittels mechanischem Druck erzeugt
werden, die auf die Gewebekonstrukte wirken. Der Druck kann dabei entweder elektrisch, pneu-
matisch oder hydraulisch zugeführt werden (Schulz and Bader, 2007).
Viele Forschungsarbeiten berichten von unterschiedlichen Bioreaktorsystemen, die zur mecha-
nischen Kompression verwendet werden. Sah et al. stellten bereits zwei Systeme vor, eine stati-
sche und eine dynamische Kompressionskammer, in der 12 Knorpelkonstrukte gleichzeitig mit
konstantem oder zeitweisem Druck belastet werden können (Sah et al., 1989). Dieses System
umzubauen, um damit zyklische Druckbelastungen zu erreichen, war eine große Herausforde-
rung und endete in einem so großen System, das es nicht mehr in einen Inkubator eingebaut
werden kann. Ein anderes System, das FX-5000TM Compression System von Flexcell® Inter-
national Cooperation (Hillsborough, NC USA) ist im Vergleich dazu kommerziell erhältlich
und für Standard-Kultur-Well Platten passend. Die Stoffwechselaktivität von Knorpelzellpel-
lets wurde unter unterschiedlich hohen Kompressionsbedingungen untersucht und es konnte
ein Zusammenhang zwischen der Adenosintriphosphat-(ATP) Freisetzung und den extrazellu-
lären Signalen von Chondrozyten in Abhängigkeit der mechanischen Belastung gezeigt werden
(Graff et al., 2000). In weiteren Studien wurden auf in Agarose eingebettete Knorpelzellen
Kompressionskräfte mit einer Apparatur von Zwick Testing Machines (Leominster, UK) er-
zeugt. Unter statischen Kulturbedingungen sowie unter geringen Belastungen (0,3 Hz) wurde
die Glykosaminoglykansynthese gehemmt, während eine Belastung mit einer Frequenz von 1 Hz
die Synthese stimulierte (Lee and Bader, 1997). Chowdhury et al. konnte unter Verwendung
derselben Apparatur bei Häufungen von länger anhaltenden periodischen Belastungen eine er-
höhte Proteoglykansynthese beobachten, während eine Steigerung der Zellproliferation eher
bei kurzen periodischen Druckbelastungen zu beobachten war (Chowdhury et al., 2003).
Neben den kommerziell erhältlichen Systemen gibt es zahlreiche individuell angefertigte Bio-
reaktorsysteme für die dynamisch mechanische Druckbelastung von Chondrozyten-Scaffolds,
dessen Aufbau und Wirkung ähnlich sind. So sind folgende Systeme alle einaxiale Drucksyste-
me, die in Standardinkubatorschränke passen: das Druckgerät von Hunter zur Kompression von
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zellbeladenen Kollagen- oder Fibringelen (Hunter et al., 2002, 2004), die Apparatur von Elder,
die Zellen aus Hühnerbeinen in Agarosegelen mit Druckkraft beansprucht (Elder et al., 2000,
2001), das Gerät von Huang zur Untersuchung der kombinatorischen Wirkung von Belastung
und TGF-β auf die Chondrogenese von Hasen-MSZ in Agarosegelen (Huang et al., 2004),
sowie das mechanische Belastungssystem für mit Chondrozyten besiedelten Agarose-Matrices
(Mauck et al., 2000, 2002) und zweischichtige Komposit-Konstrukte (Hung et al., 2004).
Darüber hinaus gibt es auch Entwicklungen biaxialer Systeme, bei denen große und kleine
zyklische Scherkräfte sowie Druckkräfte auf die Knorpelexplantate in der ex vivo Gewebe-
kultur ausgeübt werden. Ferner können bei diesen Systemen die biosynthetische Antwort der
Chondrozyten auf dynamische Scherdeformation des Gewebes untersucht werden (Frank et al.,
2000). Ein weiterer biaxialer Gewebebioreaktor, zur Kultivierung von Chondrozyten besiedelten
Calciumpolyphosphat-Scaffolds in Standard 24-Well Platten, basiert auf einem modifizierten,
kommerziell erhältlichen mechanischen Tester, dem Mach-1TM von Biosyntech (Quebec, C)
(Waldman et al., 2003, 2004).
2.10 Ziel der Arbeit
Fragestellung: Im Rahmen dieser Arbeit soll ein vaskularisiertes 3D Meniskuskonstrukt mit
Hilfe der Methode des Tissue Engineering aufgebaut werden, welches als Meniskusersatz ein-
gesetzt werden kann.
Hypothese: Durch die Auswahl einer geeigneten 3D Matrix-Umgebung und der Kombination
von mehreren Zelltypen soll ein komplexes und funktionelles Gewebekonstrukt entstehen.
Vorgehensweise: Im ersten Schritt werden primäre Zellen, mikrovaskuläre Endothelzellen
(mvEZ) sowie Meniskuszellen (MZ) aus Gewebebiopsaten isoliert und in vitro kultiviert. Den
Zellen wird in vitro eine zelltypspezifische Matrixumgebung bereitgestellt, wobei für die mvEZ
ein Stück eines Schweinedarms mit azellularisierten Gefäßstrukturen (BioVaSc®) und für die
MZ eine geeignete Kollagenmatrix (Kollagen Typ I Hydrogel) dient. Es folgt der Aufbau eines
Ko-Kultursystems aus den jeweils zellspezifisch besiedelten Biomaterialien und deren Kulti-
vierung in einem dynamischen Bioreaktorsystem. Die Validierung und Charakterisierung des
aufgebauten 3D Meniskuskonstrukts erfolgt mit Hilfe histologischer, immunhistologischer so-
wie proteinbiochemischer Analysen.
Weiter sollen 3D Knorpelkonstrukte mit primären mesenchymalen Stammzellen (MSZ) auf-
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gebaut werden. Dafür erfolgt zunächst die Isolation und Charakterisierung von aus Spongiosa
isolierten MSZ und die Auswahl einer geeigneten 3D Kollagenmatrix, die die chondrogene Dif-
ferenzierung der MSZ auch ohne zugegebene Wachstumsfaktoren im Kulturmedium impliziert.
Dazu erfolgt die Entwicklung einer fünfschichtigen elektrogesponnenen Matrix, die aus Kolla-
gen Typ I und II besteht, die die chondrogene Differenzierung humaner MSZ beeinflusst.
Schließlich folgt die Entwicklung eines spezifischen Bioreaktors, mit dem mechanische Kom-
pressionskräfte auf das 3D Meniskuskonstrukt wirken sollen und dabei die chondrogene Diffe-




In den folgenden Unterkapiteln sind die im Rahmen der Arbeit verwendeten biologischen Biop-
siematerialien, die eingesetzten Puffer, Lösungen und Medien für Zellkultur, Histologie, Im-




Für die biologischen Versuche wurden primäre mikrovaskuläre Endothelzellen (mvEZ), mesen-
chymale Vorläuferzellen (MSZ) und Meniskuszellen (MZ) humanen sowie porcinen Ursprungs
eingesetzt.
Gemäß der Begutachtung durch das Ethikvotum des Universitätsklinikums Würzburg bezüglich
der Isolation der primären Zellen bestehen keine Bedenken (Zeichen 182/10). Die Zellisolation,
der Aufbau von 2D und 3D Gewebekulturen und deren Analysen erfolgte unter Verwendung
von standardisierten Arbeitsanweisungen (SOPs), die im folgenden Kapitel 4 dargestellt sind.
Darunter sind bereits etablierte, modifizierte, sowie neu entwickelte Protokolle. In Tabelle 3.1
sind die Spenderdaten der isolierten Zellen, die im Rahmen dieser Arbeit verwendet wurden,
sowie die spezifischen Kulturmedien zusammengefasst.
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Tabelle 3.1: Übersicht der verwendeten Zellen und den Spenderdaten
Zelltyp Alter Geschlecht Isolationsdatum Kulturmedium
hMSZ1 77 männlich 07.04.2010 MSCGM-CDr+2%FCS
hMSZ2 56 männlich 28.04.2010 MSCGM-CDr+2%FCS
hMSZ3 55 männlich 07.06.2010 MSCGM-CDr+2%FCS
hMSZ4 70 weiblich 11.06.2010 MSCGM-CDr+2%FCS
hMSZ8 71 weiblich 06.10.2010 MSCGM-CDr+2%FCS
hMSZ9 67 männlich 06.10.2010 MSCGM-CDr+2%FCS
hMSZ10 75 weiblich 02.12.2010 MSCGM-CDr+2%FCS
hMSZ12 78 männlich 18.01.2011 MSCGM-CDr+2%FCS
hMSZ13 79 männlich 17.02.2011 MSCGM-CDr+2%FCS
hMSZ14 68 weiblich 02.03.2011 MSCGM-CDr+2%FCS
hMSZ16 68 männlich 06.04.2011 MSCGM-CDr+2%FCS
hMSZ17 72 weiblich 17.05.2011 MSCGM-CDr+2%FCS
hMSZ18 63 männlich 22.06.2011 MSCGM-CDr+2%FCS
hMSZ22 N/A männlich 15.09.2011 MSCGM-CDr+2%FCS
hMSZ26 N/A weiblich 11.11.2011 MSCGM-CDr+2%FCS
hMSZ27 63 weiblich 16.03.2012 MSCGM-CDr+2%FCS
hmvEZ62 51 N/A 27.07.2011 VascuLife®
hmvEZ66 4 männlich 07.09.2011 VascuLife®
hmvEZ100 N/A männlich N/A VascuLife®
hmvEZ101 29 männlich 09.10.2012 VascuLife®
hmvEZ102 44 männlich N/A VascuLife®
hmvEZ103 27 männlich N/A VascuLife®
pmvEZ1 N/A N/A 10.08.12 VascuLife®
pmvEZ2 N/A N/A 28.08.12 VascuLife®
hMeniskus 7 69 weiblich 04.08.2010 Positivkontrollgewebe
hMZ22 N/A N/A 19.10.2011 DMEM+10%FCS
hMZ26 70 männlich 28.03.2012 DMEM+10%FCS
hMZ27 65 weiblich 29.03.2012 DMEM+10%FCS
hMZ28 81 weiblich 14.03.2012 DMEM+10%FCS
hMZ36 73 weiblich 31.08.2012 DMEM+10%FCS
hMZ37 N/A N/A 21.09.2012 DMEM+10%FCS
pMZ1 N/A N/A 02.02.2011 DMEM+10%FCS
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3.1.2 Kollagenbasierte Biomaterialien
In diesem Unterkapitel werden die kollagenbasierten Biomaterialien, die kommerziell erhältlich
sind, erläutert. In Vorversuchen, hMZ mit hmvEZ in einem System gemeinsam zu kultivieren,
erfolgte die Verwendung der Collagen Cell Carrier (CCC) von Viscofan BioEngineering (Wein-
heim, D). Die CCC ist eine nicht quervernetzte Kollagen-Matrix vom Kollagen Typ I boviner
Herkunft. Sie weist eine Dicke zwischen 15 und 25 μm auf und kann beidseitig mit Zellen in
vitro besiedelt, sowie für den in vivo Einsatz genutzt werden.
Ein weiteres Scaffold, welches verwendet wurde, ist das Kollagen Composite Scaffold von BD
Biosciences (Heidelberg, D). Das BD Scaffold ist ein natürliches Biomaterial, das aus einer
Mischung von bovinem Kollagen Typ I und III besteht. Es weist eine fibrilläre Kollagenstruktur
auf, die vergleichbar mit der interstitialen Kollagenmatrix ist. Der Durchmesser der Scaffolds
beträgt zwischen 4,2 und 5,2 mm und die Höhe zwischen 3,9 und 4,5 mm. Die durchschnittliche
Porengröße liegt zwischen 100 und 200 μm. Die Matrix liegt im gefriergetrockneten Zustand
vor. Eine Zellbesiedelung in vitro ist sowohl im trockenen als auch im nassen Zustand möglich.
Die Bio-Gide® Membran von Geistlich Pharma AG (Wolhusen, CH) ist eine resorbierbare zwei-
schichtige Kollagenmembran porcinen Ursprungs, deren Testung ebenfalls im Rahmen dieser
Arbeit erfolgte. Die zweischichtige Struktur der Membran, eine rauhe und eine weiche Seite,
soll die Integration in dem später eingebrachten Defekt verbessern. Seit 1996 ist die Bio-Gide®
Membran weltweit in der klinischen Anwendung und kann lyophilisiert bezogen werden.
Die dritte 3D kollagenbasierte Matrix, die auf Zellintegration untersucht wurde, stellt die Bio-
Mesh Matrix von Bard Medical (Covington, USA) dar. Sie ist ein azelluläres Kollagenflies aus
Kollagen Typ I, das aus porciner Dermis und den darin enthaltenen Elastinfasern isoliert wird.
Dieses natürliche Biomaterial ist bereits in der klinischen Anwendung und wird in der Becken-
regeneration angewendet. Die Lieferung dieses Scaffolds erfolgte in einer Pufferlösung.
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3.2 Materialien für die Genexpressionsanalyse
Es folgt die Auflistung der verwendeten Primer, Kits und für die Genexpressionsanalyse benö-
tigter Chemikalien.






Aggrekan 392 54 (Heymer, 2008)
sense: CTCTTCTACGGGGACAGCAG
antisense: GCCTTGAGCAGTTCACCTTC
Ef1α 235 54 (Heymer, 2008)
sense: AGGTGATTATCCTGAACCATCC
antisense: AAAGGTGGATAGTCTGAGAAGC
Kollagen I 461 51 (Heymer, 2008)
sense: GGACACAATGGATTGCAAGG
antisense: TAACCACTGCTCCACTCTGG
Kollagen II 374 58 (Heymer, 2008)
sense: TTTCCCAGGTCAAGATGGTC
antisense: CTTCAGCACCTGTCTCACCA
Kollagen X 468 54 (Heymer, 2008)
sense: CCCTTTTTGCTGCTAGTATCC
antisense: CTGTTGTCCAGGTTTTCCTGGCAC
MMP3 388 51 (Heymer, 2008)
sense: CACTTCAGAACCTTTCCTGGCATC
antisense: GCTTCAGTGTTGGCTGAGTG
Tabelle 3.3: Materialien für RNA-Isolation, reverse Transkription und PCR
Substanz Hersteller Firmensitz Bestellnummer
dNTPs (100mM) Bioline GmbH Luckenwalde (D) BIO-27036
Magnesiumchlorid (50 mM) Bioline GmbH Luckenwalde (D) BIO-21083
Mango-Taq Puffer (5x) Bioline GmbH Luckenwalde (D) BIO-21083
Random Hexamere Invitrogen GmbH Darmstadt (D) BIO-27036
Reaction Buffer (5x) Bioline GmbH Luckenwalde (D) BIO-27036
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Reverse Transkriptase
(200 U/μl)
Bioline GmbH Luckenwalde (D) BIO-27036
RNeasy MicroKit QIAGEN Hilden (D) 74004
Taq-Polymerase (5000 U/ml) Bioline GmbH Luckenwalde (D) BIO-21083
100 bp DNA Ladder Plus PEQLAB GmbH Erlangen (D) 25-2020
Tabelle 3.4: Kompontenten für den cDNA-Synthese MasterMix Ansatz
Komponente Volumen pro Probenansatz [μl]
5x Reaction Buffer 4
10 mM dNTP 1
ddH2O 2,75
BioScript Reverse Transkriptase 0,25
Tabelle 3.5: Kompontenten für PCR-Ansatz
Komponente Volumen [μl] Konzentration
cDNA 1
Forward-Primer 1 5 μl
Reverse-Primer 1 5 μl
MgCl2 1 50 mM
Mango-Taq Puffer 6
ddH2O 18,7
Mango-Taq Polymerase 0,3 5 U/ml
3.3 Antikörper, Puffer und Lösungen für die
Histologie und Immunhistologie
Es folgt die Auflistung der verwendeten Antikörper, Puffer und Lösungen für die Histologie
und Immunhistologie.
Tabelle 3.6: In dieser Arbeit verwendete Primärantikörper








Aggrekan 1R11 14A6 0,5 IgG1 Invitrogen
GmbH
Darmstadt (D)
CD31 JC70A 0,035 IgG1 Dako Hamburg (D)
Kollagen I I-8H5 0,1 IgG2a Acris Herford (D)
Kollagen II II-4C11 0,67 IgG1 Acris Herford (D)




RunX2 - 10,0 IgG2a Abcam Cambridge (UK)
Sox9 - 0,33 IgG2a Abcam Cambridge (UK)
VEGF - 10,0 Rb Serum Abcam Cambridge (UK)
vWF F8/86 0,12 IgG1 Dako Hamburg (D)
Tabelle 3.7: In dieser Arbeit verwendete Puffer und Lösungen für die Histologie und
Immunhistologie
Puffer/Lösungen Komponenten Konzentration
Eosinlösung (1%) Eosin 10.00 mg/ml
gelöst in ddH2O
H2O2-Lösung (3%) H2O2-Lösung (30%) 10% (v/v)
gelöst in ddH2O
TBS-Waschpuffer Trizma hydrochloride 78,80 g/l
Stocklösung (0,5 M) NaCl 87,66 g/l
pH 7,6 gelöst in ddH2O
TBS-Waschpuffer TBS-Waschpuffer 0,5 M 10% (v/v)
Arbeitslösung (0,05 M) Tween 20 0,5% (v/v)
pH 7,6 gelöst in ddH2O
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3.4 Medien für Zellkultur, Puffer und Lösungen
In den folgenden Tabellen sind die verwendeten Medien, Puffer und Lösungen für die Zellkultur
zusammengestellt.
Tabelle 3.8: Kultivierungsmedien für die Zellkultur











(DMEM) NaHCO3 3,7 g/l
pH 7,2 gelöst in ddH2O




FCS 10% (v/v) Lonza Köln (D)








rh VEGF 5,00 ng/ml
rh FGF-b 5,00 ng/ml
rh IGF-1 15,00 ng/ml
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Tabelle 3.9: Puffer und Lösungen für die Zellkultur
Puffer/Lösungen Komponenten Konzentration
Kollagenaselösung Kollagenase 4 500 U/ml
gelöst in DMEM
GNL DMEM medium (4fach konzen-
triert)
232,50 ml
HEPES Lösung (3M) 7,50 ml
Chondroitinsulfatlösung 2,50 ml
FCS 7,50 ml
Dispaselösung Dispase Pulver 2,00 U/ml
gelöst in PBS-
HEPES Lösung (3M) HEPES 35,75 g
pH 7,8 Natriumhydroxid 10,00 units
gelöst in ddH2O
Kollagenaselösung Kollagenase Pulver 500 U/ml
gelöst in DMEM
MTT Reagenz MTT 3,00 mg/ml
gelöst in ddH2O




PBS- NaCl 140,00 mM
pH 7,2 KCl 2,00 mM
KH2PO4 1,50 mM
Na2HPO4 x 2 H2O 6,50 mM
gelöst in ddH2O
PBS+ NaCl 140,00 mM
pH 7,2 KCl 2,00 mM
KH2PO4 1,50 mM
Na2HPO4 x 2 H2O 6,50 mM
MgCl2 x 6 H2O 0,50 mM
CaCl2 0,90 mM
gelöst in ddH2O
PBS-/EDTA EDTA 0,54 mM
pH 7,2 gelöst in PBS-
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Trypsin (1x) Trypsin (10x) 10% (v/v)
gelöst in PBS-/EDTA
3.5 Chemikalien
In der folgenden Tabelle sind die Chemikalien, die im Rahmen dieser Arbeit verwendet wurden
der Hersteller, der Firmensitz und die Bestellnummer zusammengefasst.
Tabelle 3.10: In dieser Arbeit verwendete Chemikalien
Chemikalie Hersteller Firmensitz Bestellnummer




Serva Heidelberg (D) 20395.01
Aceton (99,5%) Carl Roth GmbH Karlsruhe (D) 5025.5













Aquatex VWR Darmstadt (D) 1.08562.0050
Biocoll-Lösung (1,077 g/ml) Biochrom AG Berlin (D) L6115







Dialkylcarbocyanin DiI Promocell GmbH Heidelberg (D) PK-CA 707-
60010
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Dinatriumhydrogenphosphat-
Dihydrat (Na2HPO4x2H2O)
Merck KGaA Darmstadt (D) 1065801000








Essigsäure (100%) Carl Roth GmbH Karlsruhe (D) 6755.1
Ethanol, absolut Carl Roth GmbH Karlsruhe (D) 9065.4






















Kaliumchlorid (KCl) Merck KGaA Darmstadt (D) 1049361000
Kaliumdihydrogenphosphat Merck KGaA Darmstadt (D) 1048731000
Kalziumchorid VWR Darmstadt (D) 1.02391.1000
Kernechtrot Merck KGaA Darmstadt (D) 1.15939.0025
Kollagenase NB4
(0,12 PZU/mg)
Serva Heidelberg (D) 17454
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LIVE/DEAD® Viability/Cy-
totoxicity Kit




Methanol Carl Roth GmbH Karlsruhe (D) HN41.1

















Paraffin Roti-Plast Carl Roth GmbH Karlsruhe (D) 6642.6
PBS- Tabletten Invitrogen GmbH Darmstadt (D) 18912-014










Salzsäure (37%, 1M) Carl Roth GmbH Karlsruhe (D) 4625.2
Saffron du Gatinais ??? ??? ???






Tissue Tek® O.C.T. Com-
pound
Weckert Kitzingen (D) 600001
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Trypsin (10x) Invitrogen GmbH Darmstadt (D) 18912-014
Tween 20 VWR Darmstadt (D) 8.22184.0500
Trypsin (10x) Invitrogen GmbH Darmstadt (D) 18912-014
ddH2O Millipore Schwalbach (D) -
VE H2O UKW-LTERM Würzburg (D) -
Versene (1:5, 1x) Invitrogen GmbH Darmstadt (D) 15040-033
Xylol Carl Roth GmbH Karlsruhe (D) 9713.3
3.6 Geräte, Verbrauchs- und Labormaterialien
Nachfolgend sind die verwendeten Geräte, Verbrauchs- und Labormaterialien in Tabellen zu-
sammengefasst.
Tabelle 3.11: In dieser Arbeit eingesetzte Laborgeräte
Laborgerät Hersteller Firmensitz
Absaugeinrichtung Vacusafe Integra Biosciences Fernwald (D)
Abzug Prutscher Neudörfl (D)
Autoklav
Tecnoclav Biomedis Giessen (D)
Tischautoklav Systec Wettenberg (D)
Varioklav H+P Hackermoos (D)
Becherglas aus Plastik/Glas Schott-Glas Mainz (D)
Brutschrank Thermo Fisher Scientific Dreieich (D)
Blockstation Leica Wetzlar (D)
Dampfgarer Braun Kronberg/Taunus (D)
Doppelgelsystem PerfectBlue Peqlab Biotechnologie Erlangen (D)
Edelstahlgießformen Labonord (Mönchengladbach( D)
Einbettautomat Thermo Fisher Scientific Dreieich (D)
Einfrierbehälter VWR Darmstadt (D)
Eismaschine AF-80 Scotsman/HIBU Sprockhövel (D)
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Erlenmeyerkolben aus Glas Schott-Glas Mainz (D)
Gefrierschrank
-20°C Liebherr Biberach a.d. Riss (D)




Glaswaren Schott Mainz (D)
Handzähler neoLab Heidelberg (D)




Klemmen VMP GmbH Ochtrup (D)
Kolbendichtung, 12.5x20x3.2 Sahlberg GmbH Co KG Feldkirchen (D)
Kolbenführungsring,
20x5.6x2.5
Sahlberg GmbH Co KG Feldkirchen (D)
Kritisch-Punkt-Trockner BalTec Uhingen (D)
Kühlplatte Leica Wetzlar (D)
Kurzzeitmesser Carl Roth GmbH Karlsruhe (D)
Magnetischer Heizrührer VWR Darmstadt (D)







Photometer Infinite® 200 Tecan Männedorf (CH)
Mikropipetten Eppendorf Hamburg (D)
Mikroskop
Axiovert 40 C Zeiss Göttingen (D)
Axio Observer.D1 Zeiss Göttingen (D)
Mikrowelle Panasonic Wiesbaden (D)
Multistep-Pipette Brand Wertheim (D)
Multistep-Pipette Eppendorf Hamburg (D)
NanoDrop-Platte Tecan Crailsheim (D)
Neubauer-Zählkammer Hartenstein Würzburg (D)
pH-Meter Mettler Toledo Giessen (D)
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Pinzetten Assistent Sondheim (D)
Pipettenstopfmaschine BellCo Glass Dunn Asbach (D)
Pipettierhilfe Brand Wertheim (D)
Power Supply Model D-
ES50PN-10W










Schlittenmikrotom Leica Wetzlar (D)
Schlauchpumpe Ismatec Wertheim (D)
Schlauchverbinder Kunststoff Ismatec Wertheim (D)




Septophag Hesse Emmerich (D)
Silikonschlauch ID 3,2 mm Carl Roth GmbH Karlsruhe (D)




Spritzenpumpe HLL GmbH Langenhagen (D)
Sputtergerät Emitech K550 Quorum Technologies LTd East Grinstead (UK)
Spülmaschinen Miele Gütersloh (D)
Sterilwerkbank Thermo Fisher Scientific
GmbH
Dreieich (D)
Thermocycler SensoQuest Göttingen (D)
Trockenschrank Memmert Heraeus Hanau (D)
Vortexer Carl Roth GmbH Karlsruhe (D)
Waage
Analysenwaage Kern Balingen-Frommern (D)
Präzisionswaage Kern Balingen-Frommern (D)
Wärmeplatte Medax Kiel (D)
Wärmeschrank Medite Burgdorf (D)
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Wippschüttler neoLab Heidelberg (D)
Zentrifuge
Multifuge X3R Thermo Fisher Scientific
GmbH
Dreieich (D)
Zentrifuge 5417R Eppendorf Hamburg (D)
Zentrifuge 5424C Eppendorf Hamburg (D)
Cytospin 4 Thermo Fisher Scientific
GmbH
Dreieich (D)
Tabelle 3.12: In der Arbeit verwendete Verbrauchsmaterialien
Verbrauchsmaterial Hersteller Firmensitz




Combitips Eppendorf Eppendorf Hamburg (D)
Deckgläser 24x60 mm Menzel-Gläser Braunschweig (D)
Einbettfilterpapier Labonord Mönchengladbach (D)
Einbettkassetten mit Deckel Klinipath Duiven (NL)
Einmalpipetten aus Polysty-
rol
Greiner Bio-One Frickenhausen (D)
Filterpapier, gefaltet Albet LabScience Dassel (D)
Filterpipettenspitzen Greiner Bio-One Frickenhausen (D)
Handschuhe Nitril Kimberly-Clark Koblenz Rheinhafen (D)






pfm medical Köln (D)
Objektträger Mensel-Gläser Braunschweig (D)
Parafilm Pechiney Düsseldorf (D)
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Pasteurpipetten aus Glas Brand Wertheim (D)
PCR-Stripes (Polypropylen) Brand Wertheim (D)
Petrischalen, unbeschichtet Greiner Bio-One Frickenhausen (D)
PET Inserts Merck Millipore Schwalbach (D)
Pipettenspitzen, steril Eppendorf Hamburg (D)
QIAshredder QIAGEN Hilden (D)
Reaktionsgefäße (0,2 ml,
0,5 ml, 1,5 ml, 2 ml)
Eppendorf Hamburg (D)
Septophag-Ersatzbeutel Porod Frauenhofen (D)
Sterilfilter Sartolon Stedium Biotech Göttingen (D)
Sterilisierverpackung Melag Berlin (D)
Skalpellklingen Bayha Tuttlingen (D)




Zellsieb, Nylon (100 μm) BD Biosciences Heidelberg (D)
Zentrifugenröhrchen (15 ml,
50 ml)




Im Lehrstuhl für Tissue Engineering und Regenerative Medizin wird auch im Forschungs- und
Entwicklungsbereich mit einem standardisierten Arbeitsanweisungs-System (SOP-System) ge-
arbeitet. Aus diesem Grund sind die standardisierten Methoden (bereits etablierte, modifizierte
und neu entwickelte Methodenprotokolle) in Form der gültigen SOP dokumentiert. Lediglich









- 70% EtOH zur Desinfektion (Sprühflasche)
4. Durchführung
- Werkbank einschalten
- mind. 15 min laufen lassen
- mit EtOH aussprühen und mit Papiertüchern trocken wischen
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- aktuell benötigte Materialien und Geräte können eingebracht werden
- nach Beendigung der Sterilarbeiten:
benutzte Geräte und Materialien aus der Werkbank nehmen, in die Desinfektionsbäder bzw.
zum Spülen geben, Arbeitsfläche bei starker Verschmutzung zuerst mit Wasser und/oder Rei-
nigungsmittel und danach mit 70%igem EtOH erneut desinfizieren
- nach Abschluss der Arbeiten sicherstellen, ob anschließend an der Bank gearbeitet werden
soll
Abschluss:
- alle nicht ständig benötigten Materialien und Geräte ausräumen (nur ein Pipetboy, 1 Satz
Eppendorfpipetten, Pipettenspitzen, Falcon-Ständer und Medibox sollten in der Bank verblei-
ben)
- Absaugeinrichtung: wenige ml Sprühalkohol ansaugen bis Schlauch gespült, Arbeitsfläche
gründlich mit Sprühalkohol desinfizieren
- Werkbank ausschalten
- Wasserbad: mind. 1x wöchentlich Wasser wechseln, Wanne reinigen, mit Sprühalkohol aus-
wischen, nur mit VE-Wasser wieder befüllen
- Arbeitsplatz sauber und ordentlich verlassen
5. Bemerkungen
- Um optimale Strömungsverhältnisse in der Sicherheitswerkbank zu gewährleisten, sollten sich
dort nur wenige, aktuell benötigte Materialien und Geräte befinden.
- Die Luftschlitze um den Arbeitsbereich dürfen auf keinen Fall belegt werden.
- regelmäßige Reinigung der Werkbank nach Geräteanleitung; zusätzliche Reinigung nach Ver-
schmutzung, z.B. durch Verschütten von Medium bzw. Gefahrstoffen, v.a. wenn Verschmut-
zungen (durch die Luftschlitze) in den Bereich unterhalb der Arbeitsfläche gelangen
4.2 Zellisolation und Kultivierung der Zellen





















MSCGM-CD + 2% FCS + 1% Antibiotikum





- Spongiosa in 50 ml-Zentrifugenröhrchen mit steriler Pinzette überführen (max. halb füllen)
- vorgewärmtes PBS+ zugeben (ca. 20 ml pro Durchgang zugeben)
- kräftig schütteln, um die Zellen aus der Spongiosa herauszuwaschen
- Überstand mit Einmalpipette aufnehmen und in ein neues Röhrchen überführen
- so lange wiederholen, bis die Spongiosa fast weiß ist
- gesammelte Zellsuspension für 5 min bei 300 xg zentrifugieren
- Überstand absaugen
- Zellen in ausreichend Medium gut resuspendieren (ca. 25 ml)
- Probe zum Zählen entnehmen (50 μl) und mit 1x Lysis Puffer 1:1 mischen
- Anschließend das Zell-Lysis Puffer Gemisch 1:1 mit Trypanblau mischen (Endkonzentration
1:4)
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- Zellzahl- und Vitalitätsbestimmung durchführen
- 5∗105 Zellen/T150-Zellkulturflasche aussäen
Kultivierung:
- nach ca. 3-4 Tagen Überstand (mit Blutzellen) entfernen, adhärente Zellen mit PBS+ waschen
- Zugabe von 20 ml Kulturmedium
- Medienwechsel 2x pro Woche
5. Bemerkungen
- Alter und Geschlecht des Spenders sowie Tag der Aufarbeitung und Name des Durchführenden
in der Biopsatentabelle vermerken
- Bei einer „guten“ MSZ-Kultur ist die Konfluenz der Primärkultur nach ca. 10-14 Tagen zu
erwarten.
weitere Kultivierung:
Bei einer Aussaat von 4∗105 Zellen pro T150-Zellkulturflasche in den weiteren Passagen ist
nach ca. 7 Tagen mit Konfluenz zu rechnen. Bis Passage 5 verwendbar.
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3. Lösungen
- MSCGM-CD + 2% FCS






- Knochenmarksaspirat 1:1 mit Medium oder PBS--Puffer verdünnen
- In 50 ml Zentrifugenröhrchen je 15 ml Biocoll vorlegen und vorsichtig mit 20 ml verdünntem
Aspirat überschichten
- Gradientenzentrifugation: 800 xg/20 min/RT/ohne Bremse
- Mittlere milchige Phase mit mononucleären Zellen vorsichtig mit 5 ml Pipette in ein neues
Zentrifugenröhrchen überführen (zur Hilfe kann der Überstand vorher abgesaugt werden)
- Mit 35 ml Medium oder PBS-/EDTA-Puffer mischen (herauswaschen der Bicoll-Lösung)
- Zentrifugieren: 800 xg/10 min/RT/mit Bremse
- Diesen Waschschritt wiederholen (Überstand jeweils verwerfen)
- Pellet mit 10 ml Medium resuspendieren
- Suspension in eine T75 Zellkulturflasche überführen und im Brutschrank 3-4 Tage inkubieren
Kultivierung:
- Medium absaugen, 1x mit 10 ml PBS--Puffer spülen: dazu die Zellkulturflasche vorsichtig (!)
leicht schwenken, um die restlichen Erythrozyten zu entfernen
- Weitere Medienwechsel 2x pro Woche
4.2.3 Isolation von primären mikrovaskulären Endothelzellen aus
der Haut
1. Materialien




- Zellsieb 100 μm
- 50 ml-Zentrifugenröhrchen













- Transportlösung für Biopsat: PBS+ mit 1% Gentamycin
- Dispase-Lösung (2,0 U/ml für humane Haut, 4,0 U/ml für porcine Haut)
- 0,05% Trypsin/EDTA-Gebrauchslösung
- PBS+-Lösung







- für Sterilkontrolle: 3 ml Transportmedium in T25-Zellkulturflasche überführen und im Brut-
schrank ü.N. inkubieren
- Hautbiopsat in sterile Petrischale überführen und mit Skalpell aufschneiden
- 3x mit PBS+-Lösung spülen und etwas PBS+-Lösung in Petrischale belassen, damit Gewe-
bestücke nicht „trocken fallen“
- sorgfältig Fett- und andere Gewebereste entfernen
- 3x mit PBS+-Lösung spülen
- Größe (Fläche) des Hautstücks bestimmen (Bedarf Trypsin/EDTA-Lösung am nächsten Tag)
- Hautbiopsat mit Skalpell in ca. 2-3 mm breite Streifen schneiden (geringere ‚Kontamination’
der Zellkultur mit Fibroblasten)
Kapitel 4 Methoden 52
- Hautstücke in Petrischale überführen, 3x mit PBS--Lösung waschen und danach mit Dispase-
Lösung bedecken (5-10 ml auf 6 cm2, alle Stücke müssen bedeckt sein, Angriffsfläche für die
Dispase bieten!), bei 4°C (Kühlschrank) ü.N. (16-18 h) inkubieren
Weiterverarbeitung am nächsten Tag (= nach 16-18 h)
- Sterilkontrolle auf mögliche Kontamination überprüfen!
- 2 Petrischalen mit PBS+-Lösung vorbereiten: je eine für Dermis und Epidermis
- Dispase-Lösung aus der Petrischale absaugen und 10 ml PBS+-Lösung zugeben
- mit einer Pinzette das Hautstück festhalten, mit der zweiten Pinzette die Epidermis von der
Dermis trennen und in die vorbereiteten Petrischalen überführen
- Epidermis ggf. weiter zur Gewinnung von Keratinozyten verwenden, andernfalls verwerfen
- Dermisstücke 1x mit 10 ml Versene/6 cm2 spülen, Lösung wieder absaugen
- 10 ml pro 6 cm2 Trypsin/EDTA-Lösung zu Dermisstückchen zugeben, 40 min im Brutschrank
inkubieren
- die Enzymreaktion anschließend sofort mit 1% FCS abstoppen
- die Stückchen in eine Petrischale mit vorgewärmten VascuLife® überführen
- nun jedes Stückchen mit dem Skalpell unter leichten Druck 8x von allen Seiten ausstreichen
- Dermis ggf. weiter zur Gewinnung von Fibroblasten verwenden, andernfalls verwerfen
- Die entstandene Zell-Medium-Suspension über das Zellsieb in ein 50 ml-Zentrifugenröhrchen
überführen (Gewebereste werden zurückgehalten)
- Zellsieb 3x mit 5 ml VascuLife® nachspülen
- 5 min zentrifugieren bei 1200 U/min
- Überstand verwerfen (absaugen)
- Pellet mit 1-2 ml VascuLife® resuspendieren (je nach Pelletgröße)
- Zellzählung mit Neubauer-Kammer und/oder Zellzählgerät
Aussaatdichte für mvEZ aus Präputium:
- 1,2∗104 vitale Zellen pro cm2 aussäen (T25-Flasche: 3∗105, in 3 ml Medium)
Aussaatdichte für mvEZ aus adulter Haut:
- 4-5∗104 vitale Zellen pro cm2 aussäen (T25-Flasche: 1∗106, T75-Flasche: 3∗106)
- 1% Antibiotikum zugeben.
Kultivierung:
- alle 3-4 Tage Mediumwechsel
- dabei die Fibroblasten mit Versene aus den Kulturen entfernen: Inkubation 6-15 min
Dabei beachten: Die mvEZ lösen sich nach einer gewissen – von Patient zu Patient unter-
schiedlichen – Zeit ebenfalls ab (Ablösen der Fibroblasten unter dem Mikroskop beobachten).
- Danach 1x mit 5-10 ml PBS+ waschen und frisches Medium zugeben
- Es soll(t)en nur mvEZ-Kulturen verwendet werden, bei denen der Anteil an Fibroblasten <
10% liegt
Kapitel 4 Methoden 53
- mvEZ sollten, wenn möglich, sofort nach der Primärkultur für Versuche eingesetzt werden.
- Werden höhere Zellzahlen benötigt, maximal bis Passage 3 (Aussaat bei Subkultivierung:
5∗103 Zellen/cm2) für die Versuche verwenden.
5. Bemerkungen
Präputium:
- Alter des Spenders i.d.R. 0-8 Jahre
- Alter des Spenders im Protokoll bzw. im Laborbuch vermerken
- Aufbewahrungszeit max. 4 Tage nach OP bei 4°C
- Alle Spenderdaten sowie die ermittelten Zellzahlen in die Biopsatentabelle eintragen
- Adulte Hautbiopsate sollten spätestens 48h nach der OP aufgearbeitet werden, um eine
optimale Ausbeute an Zellen zu erreichen.
- Primäre Endothelzellen wachsen im VascuLife® Medium deutlich besser und es wachsen
deutlich weniger Fibroblasten hoch. Sollten Ko-Kulturen von mvEC und Fibroblasten aufgebaut
werden, muss dies beachtet werden.
Verarbeitung des Gewebes:
- Wiederholtes Spülen des Gewebes ist sehr wichtig, um anheftende Keime zu entfernen!
Die Gewebesuspension (nach Verdau) sollte mit Einmalpipetten resuspendiert werden, weil
Glaspipetten bei diesem Verarbeitungsschritt stark verschmutzt werden, was entsprechende
Reinigungsmaßnahmen erfordert.
4.2.4 Isolation primärer Meniskuszellen
1. Materialien




- sterile Zentrifugenröhrchen 50 ml
- sterile Zellsiebe Maschenweite 100 μm
- T75 Zellkulturflaschen
- sterile Glaspipetten
- Einmalpipetten 5 ml, 10 ml
- Zellzählkammer
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2. Geräte
- Sicherheitswerkbank







- Transport-/Aufbewahrungslösung für Meniskus: DMEM mit 1% Gentamycin
- MC-Kulturmedium: DMEM + 10% FCS + 1% Gentamycin
- PBS-




- Für Sterilkontrolle: 4 ml Transportmedium in kleine Zellkulturflasche → Brutschrank 37°C
- Meniskusgewebe in sterile Petrischale (15 cm) überführen
- sorgfältig Fett und andere Gewebereste entfernen
- 1x mit PBS--Lösung spülen
- Gewicht des Meniskusstücks bestimmen (→ Bedarf an Kollagenase-Lösung für den Verdau)
- ein weiteres Mal mit PBS--Lösung spülen und etwas PBS--Lösung in Petrischale belassen,
damit Gewebestücke nicht „trocken fallen“
- Biopsat mit Skalpell in kleine Stücke zerteilen
- Meniskusstücke in Zentrifugenröhrchen überführen, mit Kollagenase-Lösung bedecken (5 ml
auf 1,5 g Meniskus)
- Bei 37 °C ü.N. im Schüttelwasserbad inkubieren
- zentrifugieren bei 1200 rpm, 5 min
- Überstand absaugen
- Stücke mit ausreichend Medium waschen
- zentrifugieren bei 1200 rpm, 5 min
- „Pellet“ in 2 ml Medium aufnehmen und in T75 Flasche aussäen
Kultivierung:
- Am nächsten Tag 6 ml Medium zu den Stücken dazugeben
- Medienwechsel 2x pro Woche
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5. Bemerkungen
- Alter und Geschlecht des Spenders sowie Tag der Aufarbeitung und Name des Durchführenden
in der Biopsatentabelle vermerken
- Bei einer „guten“ MC-Kultur ist die Konfluenz der Primärkultur nach ca. 10-14 Tagen zu
erwarten.
Weitere Kultivierung:
Bei einer Aussaat von 2∗105 Zellen pro T150-Zellkulturflasche in den weiteren Passagen ist
nach ca. 14 Tagen mit Konfluenz zu rechnen.


















- Ablösepuffer: Trypsin/EDTA-Gebrauchslösung (0,05% in PBS-/EDTA)
- zellspezifisches Kulturmedium, ggf. mit Supplementen, Antibiotikum
- FCS
- Trypanblau (0,4%)
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4. Durchführung
Generell gilt:
Alle Zellen, die sich leicht von der Kulturoberfläche ablösen lassen (z.B. viele Zelllinien, Fibro-
blasten), können ohne vorherige Inkubation in PBS-/EDTA-Lösung direkt mit Trypsin abgelöst
werden. Dabei ist darauf zu achten, dass die Einwirkzeit des Enzyms 3 min nicht überschreitet.
- Schwer abzulösende Zellen, wie z.B. Keratinozyten, müssen mit PBS-/EDTA-Lösung mindes-
tens 10 min vorinkubiert werden. Dabei ist der Ablösevorgang der Zellen immer wieder unter
dem Mikroskop zu beobachten. Diese Zellen müssen vor Zugabe des Trypsins schon teilweise
abgekugelt sein, wenn nicht, ist die Inkubation in PBS-/EDTA-Lösung zu wiederholen. Ein-
wirkzeiten von Trypsin über 5 min sind unbedingt zu vermeiden, da dann eine Zellschädigung
nicht mehr ausgeschlossen werden kann!
- mikroskopische Kontrolle der Zellkultur nach typischen Kriterien (z.B. Morphologie, Zelldich-
te, Kontaminationen)
- benötigte Wasch- und Ablöse-Puffer sowie Medium im Wasserbad temperieren (37°C)
- neue Zellkulturflasche(n) beschriften: Zellart, Passagenzahl, Datum, Namenskürzel - Werk-
bank vorbereiten
- Wasch- und Ablöse-Puffer aus dem Wasserbad nehmen
- Medium absaugen, Waschpuffer zugeben (T25: 4 ml, T75: 10 ml, T150: 15 ml), spülen und
absaugen
- optional: Waschpuffer zugeben (T25: 2 ml, T75: 5 ml, T150: 9 ml) und im Brutschrank für
10 min inkubieren
- Vorgang ggf. wiederholen (wenn Zellen noch nicht abgekugelt)
- Ablösepuffer zugeben (T25: 2 ml, T75: 5 ml, T150: 9 ml), max. 3-5 min im Brutschrank
inkubieren, Ablösung der Zellen unter dem Mikroskop kontrollieren, ggf. durch vorsichtiges
Klopfen unterstützen.
- FCS aus Wasserbad entnehmen und in die Werkbank stellen, nach dem Öffnen Deckel mit
Öffnung nach unten ablegen
- Enzymreaktion durch Zugabe von 1 ml FCS stoppen
- Zellen durch Auf- und Abpipettieren vollständig resuspendieren, in Zentrifugenröhrchen über-
führen
- Zellkulturflasche jetzt noch einmal mit PBS-/EDTA spülen (T25: 4 ml, T75: 10 ml, T150:
15 ml) und in das Zentrifugenröhrchen überführen
- Zellsuspension zentrifugieren: 1200 rpm, 5 min
- Überstand vorsichtig absaugen, Pellet in Medium resuspendieren
- davon Aliquot (mind. 10 μl, max. 50 μl) zur Zellzählung abnehmen)
- Zellzählung durchführen
- Medium in neuen Zellkulturflaschen vorlegen
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- Zellen in gewünschter Konzentration in neue Zellkulturflaschen aussäen (Gesamtvolumina:
T25: 2-3 ml, T75: 6-9 ml, T150: 18-20 ml)
5. Bemerkungen
- Deckel und Flaschenrand sauber und trocken halten, besonders nach der Temperierung im
Wasserbad (um Kontaminationen zu vermeiden!)
- Zu Passagenzahl: beim Passagieren von Zellen wird immer eine Passage dazu addiert.











- Aliquot (mind. 10 μl, max. 50 μl) der Zellsuspension in ein Probengefäß überführen
- 1:2 mit Trypanblau-Lösung (10-50 μl) mischen und gut resuspendieren
- 2-5 min inkubieren
- Deckgläschen luftblasenfrei auf Neubauer-Zählkammer fixieren
- 10 μl Probengemisch in die Zählkammer geben
- Auszählen von 4 Großquadraten unter dem Mikroskop: lebende Zellen sind weiß und tote
blau
ZZvital =MWvital ∗ 104 ∗ V FTB ∗ VSusp.ges. (4.1)
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ZZvital: Anzahl der vitalen Zellen der Probe
ZZgesamt: Anzahl der gesamten Zellen der Probe
MWvital: Mittelwert der aus den vier Quadranten ermittelten Anzahl an vitalen Zellen
MWavital: Mittelwert der aus den vier Quadranten ermittelten Anzahl an avitalen Zellen
VSusp.ges.: Gesamtvolumen der Zellsuspension
VZ : Zellvitalität der Probe
V FTB: Verdünnungsfaktor
5. Bemerkungen
- Trypanblau ist giftig, deshalb mit Handschuhen arbeiten!
- Zügig arbeiten, denn Zellen sterben nach längerem Kontakt (über 5 min) mit der giftigen
Trypanblau-Lösung
- Zellen, die sich genau auf den Begrenzungslinien der Quadrate befinden, dürfen nicht zweimal
gezählt werden. Deshalb zwei Ränder festlegen (z.B. rechts und unten), wo Zellen mitgezählt
werden, die auf diesen Linien liegen. Dafür werden die, die (hier: links und oben) auf den Linien
liegen, nicht mitgezählt.
4.2.7 Markierung der Zellen mit DiI
Für die Veranschaulichung der Zellmigration in Biomaterialien werden die MSZ vor der Besie-
delung mit einem Fluoreszenzfarbstoff Dialkylcarbocyanin DiI markiert. DiI ist ein lipidlöslicher
Farbstoff und wird unabhängig von Transportmechanismen in die Zellmembran eingelagert.
Bei Zellteilung wird er auf die Tochterzellen übertragen, was jedoch zu einem geringen Verlust
der Fluoreszenzintensität führt. Die Färbung ist lange anhaltend und nicht zytotoxisch, was sie
für Untersuchungen wie Zellwachstum und Zellbewegung an Langzeitkulturen qualifiziert.
1. Materialien
- 50 ml-Zentrifugenröhrchen








- Neubauerzählkammer und Deckglas
- Zentrifuge





DiI PromoKine: 50 mg in 54 ml 100% EtOH auflösen




- Zellpellet in einer Konzentration von 1∗106
- Zugabe von 5 μl Farbstoff pro ml Zellsuspension
- Inkubation der Zellsuspension im Brutschrank für 20 Minuten bei 37°C, 5% CO2
- Zentrifugation der Zellen für 5 min, 1200 rpm
- Zellen 2x mit Zellkulturmedium (37°C) waschen: Volumen mind. 10 ml, 5 min, 1200 rpm
- Resuspendieren der Zellen in gewünschter Aussaatdichte mit 37°C warmem Zellkulturmedium
- Aussaat der Zellen
Überprüfen der Färbung:
Unter dem Fluoreszenzmikroskop mit entsprechendem Filterset
DiI (orange): Anregung = 549 nm, Emission = 565 nm
5. Bemerkungen
- Fluoreszenzfarbstoffe sind lichtempfindlich → Licht unter der Sicherheitswerkbank während
dieser Arbeiten ausschalten
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- Die Proliferation der Zellen äußert sich in der Abnahme der Fluoreszenzintensität. Bei jeder
Zellteilung wird die Fluoreszenzintensität halbiert.
4.3 Differenzierung humaner und porciner
Vorläuferzellen
Zur Charakterisierung der isolierten MSZ erfolgte die Differenzierung der Zellen in Adipozyten,
Osteozyten und Chondrozyten mit Hilfe von spezifischen Differenzierungsmedien.
1. Materialien
- sterile Glaspipetten
- sterile Zentrifugenröhrchen 15 ml
- sterile Reaktionsgefäße











o 50 mg/ml Ascorbat-2-Phosphat-Lösung
o 1 mM Dexamethason (1:10-Verdünnung mit 100% EtOH von der 10 mM Stammlösung)
o 1 M β-Glycerophosphat
o 500 mM IBMX
o 100 mM Indomethacin
o 100 mg/ml Pyruvate
o 40 mg/ml L-Proline
o 10 mg/ml Insulin
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o ITS
o 10 μg/ml TGF-β3
- DMEM High Glucose (4,5 g/l)
- FCS
- hMSZ-Kulturmedium: MSCGM-CD + 2% FCS
Differenzierungsmedien werden stets in solcher Menge angesetzt, dass sie in möglichst einer
Woche aufgebraucht werden können!
Medium für adipogene Differenzierung:
Komponenten Endkonzentration





Medium für osteogene Differenzierung:
Komponenten Endkonzentration
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4. Durchführung
- Sterilbank anschalten
- Mesenchymale Vorläuferzellen (MSZ) ablösen und zählen
Adipogene bzw. osteogene Differenzierung in 4-Well Chamberslides Permanox:
- pro Ansatz werden 2 Differenzierungsansätze (Diff.) und 2 Negativkontrollen (NK) kultiviert
- pro Kammer werden 100.000 Zellen ausgesät und zunächst jede Kammer mit 900 μl Stamm-
zellmedium aufgefüllt und bis zum Erreichen einer 70%igen Konfluenz kultiviert.
- Beachten: Für die Negativkontrolle wird weiterhin das Stammzellmedium verwendet und für
den Differenzierungsansatz das entsprechende (osteogene bzw. adipogene) Differenzierungs-
medium.
- für die adipogene Differenzierung werden die MSZs 14 Tage mit dem Differenzierungsmedium
kultiviert
- für die osteogene Differenzierung werden die MSZs 28 Tage mit dem Differenzierungsmedium
kultiviert
- der Medienwechsel muss 3x pro Woche (Mo, Mi, Fr) durchgeführt werden.
Chondrogene Differenzierung in Pelletkultur:
- die chondrogene Differenzierung wird in einer 24-Well Platte durchgeführt
- es werden mindestens ein Differenzierungsansatz sowie eine Negativkontrolle benötigt
- 250.000 Zellen pro Ansatz in einem 15 ml Zentrifugenröhrchen für 5 min bei 1200 rpm
zentrifugieren
- über Nacht inkubieren im Brutschrank
- Beachten: Für die Negativkontrolle wird das chondrogene Differenzierungsmedium ohne TGF-
β3 verwendet und für den Differenzierungsansatz das chondrogene Differenzierungsmedium mit
TGF-β3.
- TGF-β3 wird vor jedem Mediumwechsel frisch zum Medium zugegeben (1 μl TGF-β3/2ml
chondrogenes Medium)! Dabei immer für alle Differenzierungsansätze Medium gesamt anset-
zen (siehe Anmerkungen)
- für die chondrogene Differenzierung werden die Pellets 21 Tage mit dem Differenzierungs-
medium kultiviert
- der Medienwechsel sollte 2x pro Woche (Mo, Fr) durchgeführt werden.
- es folgt die Einbettung der Zellpellets in Paraffin und zur Analyse histologische sowie im-
munhistologische Färbungen der Schnitte.
5. Bemerkungen
- Wird nicht alles TGF-β3 aus einem Aliquot benötigt, dann NICHT wieder einfrieren, sondern
bis zum nächsten Medienwechsel im Kühlschrank (4°C) lagern.
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- Bei der chondrogenen Differenzierung wird von Beginn an das Differenzierungsmedium (nicht
das Stammzellmedium) verwendet.
4.4 Kollagenisolation
4.4.1 Kollagen Typ I aus Rattenschwänzen
Das Kollagen Typ I dient als Rohmaterial zur Herstellung von Kollagen-Typ-I-Hydrogelen und
elektrogesponnenen Matrices.
1. Materialien
- Rattenschwänze (8-10 Wochen alt/Geschlecht unspezifisch)
- Skalpellhalter mit Skalpellklingen
- sterile Glaspipetten
- sterile Pasteurpipetten
- sterile Zentrifugenröhrchen 15 ml
- Hackenpinzette
- Sterile Petrischalen 14 cm
- Klemmscheren

















- sterile Essigsäure (0,1%)
4. Durchführung
- Sterile Metallwanne mit PBS- befüllen
- Rattenschwänze einlegen und auftauen lassen
- Rattenschwänze für 2 min in ein 1 l-Becherglas mit 400 ml 70% EtOH einlegen
- Rattenschwänze einzeln mit einer Pinzette entnehmen, in eine Petrischale ablegen und die
Schwanzhaut mit einem Skalpell der Länge nach mindestens zu zwei drittel aufschneiden
- Schwanz am Ende der Schnittstelle mit einer Hackenpinzette festhalten, die Haut mit einer
zweiten Hackenpinzette abziehen und entsorgen
- Die abgehäuteten Schwänze in eine zweite Metallwanne mit PBS- ablegen
- Die Schwänze mit einer Pinzette am Schwanzende halten und 2-3 cm vom Schwanzende
entfernt mit einer Klemmschere abklemmen, drehen und die Sehnen herausziehen
- Die isolierten Sehnen vom Schwanzstück mit einem Skalpell abtrennen und in einer Petrischale
mit PBS- Puffer sammeln, Das Schwanzstück verwerfen
- Den Vorgang wiederholen, bis die Sehnen aus dem ganzen Schwanz herausgezogen sind
- Isolierte Sehnenstücke dreimal mit PBS- Puffer spülen. Den Puffer mit einer Pipette vorsichtig
absaugen und dabei die Sehnenstücke mit einer Pinzette zurückhalten, damit sie nicht mit
abgesaugt werden.
- Die Fasern 1x mit 70% EtOH spülen, vorsichtig absaugen und erneut 70% EtOH zugeben
- 10 min inkubieren zum Zweck der Desinfektion
- Anschließend dreimal mit PBS- Puffer spülen
- 5 ml des letzten Spül-Puffers aus der Petrischale abnehmen und in ein Zentrifugenröhrchen
pipettieren (für Steriltest)
- restliches PBS- absaugen
- die Fasern in der Petrischale wiegen
- 500 ml Essigsäure in Spinnerflask vorlegen
- Präparierte Fasern mit einer Pinzette in die Spinnerflask überführen
- Sterilen Rührkern zugeben und Flasche verschließen
- Rührreaktoraufsatz aufsetzen
- Im Kühlraum bei 4°C rühren lassen, bis makroskopisch keine Faserreste oder transparente
Klumpen erkennbar sind. (2-3 Wochen)
- Kollagenlösung in die Zentrifugenbecher dekantieren
- 1h bei 4°C mit 17.700 xg zentrifugieren
Kapitel 4 Methoden 65
- Kollagenlösung aus allen Zentrifugenröhrchen in einer Glasflasche sammeln und 20 min auf
dem Magnetrührer rühren lassen, Flasche mehrmals vom Rührer nehmen und kräftig schütteln
- Probe für die Kollagengehaltsbestimmung entnehmen
- Ggf. fehlende Essigsäuremenge zum Kollagen zugeben
- 20 min auf dem Magnetrührer rühren lassen, Flasche mehrmals vom Rührer nehmen und
kräftig schütteln
- in 50 ml Zentrifugenröhrchen aliquotieren (zwischen 5 und 10 ml Aliquots) und bei -20°C
bis zum Gebrauch lagern
5. Bemerkungen
- Sobald ein Aliquot der Kollagenlösung aufgetaut ist, bei 4°C lagern, innerhalb von 10 Wochen
aufbrauchen und nicht wieder einfrieren!
4.4.2 Kollagen Typ II aus Kälberknorpel
Das Kollagen Typ II wird zur Herstellung von elektrogesponnenen Matrices verwendet.
1. Materialien
- Kälberknie/Kniegelenke (6-10 Monate alte Kälber (alternativ: Kniegelenke junger Rinder))
- Skalpellhalter mit Skalpellklingen










- 0,2 M NaOH (100 ml/10 g Knorpel)
- Pepsin (1 g Pepsin/100 g Knorpel)
- 0,1 M Essigsäure
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- 0,5 M Essigsäure (500 ml/100 g Knorpel)
- 5 M NaCl
- 20 mM Na2HPO2
- (80% Ameisensäure)
4. Durchführung
- Kniegelenk mit Skalpell freilegen, Bänder durchtrennen und Kniescheibe abtrennen
- Knorpel von den einzelnen Knochenbereichen vorsichtig abpräparieren ohne das darunter
liegende Knochenmark zu beschädigen
- Waschen des Knorpelmaterials mit PBS-
- Knorpel mit Brucheis im Standmixer zu einer homogenen Masse 3-5 min zerkleinern
- Knorpel mind. 24h in 0,2 M NaOH-Lösung Rühren bei RT
- Zentrifugieren der Knorpelmasse bei 3000 xg für 30 min bei 4°C und Überstand verwerfen
- Knorpelstücke 5x mit destilliertem Wasser waschen und jeweils bei 3000 xg 30 min abzentri-
fugieren
- Pepsinverdau in 0,5 M Essigsäure bei pH 2,8 für mind. 48h bei 4°C bis die Knorpelstücke
komplett verdaut waren (evtl. pH Wert über 80% Ameisensäure einstellen)
- ausgefallenes Kollagen bei 3000 xg für 30 min abzentrifugieren
Salzfällung
- Überstand sammeln und langsam (über 45 min) in 5 M NaCl-Lösung geben, bis Endkonzen-
tration von 0,9 M erreicht wird (1:5 Verdünnung)
- Inkubation für ca. 12h bei 4°C unter ständigem Rühren
- ausgefallenes Kollagen bei 3000 xg für 30 min abzentrifugieren und den Überstand verwerfen
- Kollagen in 0,5 M Essigsäure für ca. 12h in 4°C lösen
- zum Ausfällen wiederum 5 M NaCl (1:5) hinzufügen
- Salzfällung insgesamt 3x wiederholen
- Lösen des Kollagens in 0,1 M Essigsäure
Dialyse 1:
-Einfüllen des gelösten Kollagens in die Dialyseschläuche und Enden mit Plastikklemmen gut
verschließen
- Dialyse des in 0,1 M Essigsäure gelösten Kollagens gegen 20 mM Na2HPO4
- Dialyse erfolgt bis ein pH Wert von >6 im Retentat erreicht wird (3-5 Tage)
- evtl. 20 mM Na2HPO4 austauschen, wenn pH<6
- Kollagen fällt bei pH>6 aus
Dialyse 2:
- Kollagen vom Dialysat trennen und in 0,5 M Essigsäure bei 4°C lösen
- Dialyse gegen 0,1 M Essigsäure
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- Lyophilisation des gewonnenen Kollagen Typ II in Greinerröhrchen und bis zum weiteren
Gebrauch bei -80°C lagern
4.5 Herstellung von 3D Biomaterialien auf
Kollagenbasis
Kollagen-basierte Materialien sind oft verwendete natürliche Biopolymere, die sehr biokom-
partibel, bioresorbierbar und ungefährlich sind. Kollagen ist dank seiner Fülle und fehlenden
Immunogenität eine außerordentlich gute Trägerstruktur. In diesem Kapitel sind die 3D Bioma-
terialien auf Basis unterschiedlicher Kollagene, die im Rahmen dieser Arbeit eigens hergestellt
wurden, erläutert.
4.5.1 Kollagen Typ I Hydrogel
Zur Herstellung von Hydrogelen erfolgte die Verwendung von gelöstem Rattenschwanz-
Kollagen Typ I in 0,1%iger Essigsäure mit einer Konzentration von 10 mg/ml. Für die Zellkultur
erfolgte die Mischung des Kollagengels mit Gelneutralisationslösung (GNL) im Verhältnis 3 zu
1, wobei ein Kollagen Typ I Hydrogel mit neutralem pH Wert erreicht wurde. Das Gelieren des
Hydrogels erfolgte bei einer einstündigen Inkubation im Brutschrank.
4.5.2 Elektrospinning Matrices
Eine weitere Methode 3D Biomaterialien herzustellen, ist Kollagene durch die Behandlung in
einem elektrischen Feld als dünne Fasern zu verspinnen. Das Elektrospinnen (ES) ist ein Ver-
fahren zur Herstellung extrem dünner Polymerfasern im Bereich von einigen Nanometern bis
zu wenigen Mikrometern.
Zum Verspinnen des Kollagen Typ I wird dieses zuvor lyophilisiert und anschließend in He-
xafluorpropylen (7% HFP) über Nacht auf einem Rollenmischer gelöst. Das zuvor isolierte
Kollagen Typ II wird ebenfalls lyophilisiert und in 8,7 M Essigsäure (37,5%) über Nacht auf
einem Rollenmischer gelöst. Es folgt das Einfüllen der Polymerlösung in Glasspritzen, und
das Einspannen in Spritzenpumpen (WPI, USA), über diese die Pumprate gesteuert werden
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kann. Edelstahlkanülen, die auf den Spritzenspitzen aufgesteckt sind, sind mit einem Hoch-
spannungsgenerator elektrisch verbunden. Der Transport der Polymerlösungen erfolgt über
die Kanülen, die unter Hochspannung stehen und in einem 15 cm Abstand zum Kollektor,
der elektrisch geerdet ist, angebracht sind. Abbildung 4.1 (A) zeigt den Versuchsaufbau zur
Herstellung von ES-Scaffolds. Das starke elektrische Feld verursacht an der Nadelspitze ein
geladener Kollagenstrahl, der von der Nadel extrahiert und als kontinuierliche Faser auf dem
Kollektor abgeschieden wird (Abbildung 4.1 (B)). Folglich bildet sich ein Kollagen-Vliesstoff
auf der Kollektoroberfläche aus, der über die Zeit an Dicke zunimmt. Eine rotierende Welle
fungiert als Kollektor, deren Geschwindigkeit für jede Schicht individuell eingestellt wurde. Die
Produktion zufällig ausgerichtete Fasern benötigte dabei eine geringe Drehzahl, während bei
einer höheren Drehzahl ausgerichtete Fasern auf der Kollektorfläche erzielt wurden.
Abbildung 4.1: Aufbau der Elektrospinning-Anlage, zur Herstellung von Kol I/II ES-
Scaffolds. Der Kollektor, eine rotierende Welle, die über einen Motor an-
getrieben wird, ist zwischen zwei Polymerspritzen aufgebaut. Spritzen-
pumpen fördern die Polymerlösung durch Edelstahlkanülen, die an einem
Hochspannungsgenerator angeschlossen sind. Durch die angelegte Span-
nung bildet sich ein Kollagenjet, über diesen feine Fasern auf dem Kollek-
tor landen.
Der 2-stündige Spinningprozess der ersten und fünften Schicht des Kol I/II Scaffolds mit Kol I
erfolgte bei einer Spannung von 13 kV, einer Pumprate von 1,5 ml/h und einer Drehzahl von
1000 rpm, um zufällig ausgerichtete Kol I Fasern am Rand des Scaffolds zu erhalten. Die zweite
und vierte Schicht wurde jeweils 1,5 h mit einer Drehzahl von 2000 rpm versponnen, während
eine Spritze mit Kol I und die andere Spritze mit Kol II Lösung gefüllt war. Die Pumprate wurde
für die Kol I Lösung auf 0,8 ml/h und für die Spritze mit der Kol II Lösung auf 2 ml/h bei einer
Spannung von 25 kV angepasst. Das Spinnen der dritten bzw. mittleren Schicht, erfolgte bei
der angelegten Spannung von 30 kV bei der höchsten Drehzahl von 3000 rpm, um ausgerichtete
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Kol II Fasern im Scaffoldinneren zu erhalten. Die Pumprate für die beiden mit Kol II gefüllten
Spritzen betrug dabei 0,3 ml/h, der Prozess dauerte für die mittlere Schicht ebenfalls 2h. Die
Mikrostruktur der erhaltenen Scaffolds erfolgte an einem Laserscanning Mikroskop.
Folgende Tabelle 4.4 gibt die Kol I/II ES-Scaffolds, die im Rahmen dieser Arbeit hergestellt
und verwendet wurden an.
Tabelle 4.4: Bezeichnung der verwendeten ES-Scaffolds
Bezeichnung Crosslinkzeiten [h] Zelltyp für die Besiedelung
M110216 1,2,3,4 hMSZ14 (P1), hMSZ16 (P2)
M110316 3 hMSZ12 (P2)
M110505 3 hMSZ12 (P2)
M110613 1,2,3,4 hMSZ10 (P2)
M111208 1,2,3,4 kultiviert in Medium, ohne Zellen
M120216 3 hMSZ26 (P4), hMSZ27 (P3)
Die Produktion einer reinen Kol I ES-Matrix erfolgte in einem weiteren vertikalen Versuchsauf-
bau, während die Fasern aus einer Spritze mit Kol I Lösung von oben auf eine darunterliegende
Fläche, dem Kollektor abgezogen werden. Versponnen wird hierbei mit einer Spannung von
13 kV über mehrere Stunden, wobei die Polymerlösung nicht aktiv mit einer Pumpe aus der
Spritze transportiert werden, sondern über die Graviationskraft aus der Nadel austritt und die
Fasern des erhaltenen Vlies keiner Ausrichtung gehören.
4.5.3 Crosslinken von elektrogesponnenen Kollagen-Scaffolds
1. Materialien
- Skalpellhalter mit Skalpellklingen




- sterile Gewebestanze (8 mm)
2. Geräte
- Abzug









- Mit einer Gewebestanze kreisrunde Scaffolds aus der Nanofasermatte ausstanzen
- Ansetzen einer 10% HMDI Lösung in Isopropanol
(z. B.: 27 ml Isoporopannol + 3 ml HDMI) Plastikpipetten verwenden!!
- Scaffolds in HDMI-Lösung geben und 1h inkubieren (reine Col I ES-Scaffolds), bzw. 1-4h
inkubieren (Col I/II ES-Scaffolds)
- HMDI-Lösung langsam in ein Becherglas abkippen und Scaffolds zurückhalten
- Waschen der Scaffolds mit 100% Isopropanol (gleiches Volumen wie 10% HMDI Lösung) für
20 min. Dafür Schottflasche auf Vortexer fixieren (Stufe 5-6)
- Waschschritt insgesamt 3x durchführen
- Scaffolds in Petrischale überführen
- Zum Sterilisieren der Scaffolds: sterile Petrischale mit 70% Ethanol füllen, Scaffolds hinzu-
geben und 10 min inkubieren
- Ethanolbehandlung insgesamt 2x durchführen
- Scaffolds 3x für mind. 10 min mit PBS- waschen
- PBS absaugen, trockenen lassen
- Petrischale mit Paraffin verschließen (steril halten) und in -20°C lagern
5. Bemerkungen
- Vor dem Besiedeln mit Zellen, Scaffolds zum Auftauen in PBS- geben
4.5.4 Dezellularisierung einer Biologisch vaskularisierten Matrix
(BioVaSc®)
Für die spätere Versorgung der 3D Kollagen Biomaterialien dient eine biologisch vaskularisierte
Matrix (BioVaSc®), die natürliche Gefäßstrukturen aufweist und so für die EZ eine geeignete
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Trägermatrix darstellt. Die BioVaSc® ist ein 10 bis 15 cm langes Darmgewebestück mit er-
haltenem Gefäßsystem, das aus deutschen Landrasseschweinen bis 30 kg explantiert, gespült









- (insterile) 50 ml-Kunststoffspritze
- Kabelbinder
- Venenklemmen
- 250 ml/500 ml Laborglasflaschen mit Anschlüssen unten




- Kunststoffbehälter bzw. braune 500 ml Glasflasche mit Schraubdeckel




- Wippschüttler im Kühlraum (4°C)
- Sicherheitswerkbank
3. Lösungen
- ca. 1 l AZ-Lösung (34 g Natriumdesoxychelat in 1 l Reinstwasser)
- unter dem Abzug ansetzen!!!
- ca. 7 l PBS--Puffer (insteril)
- ca. 1 l steriler PBS--Puffer
- Gentamicin 10 mg/ml
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- Penicillin/Streptomycin 5000 μg/ml
- DNase (200 mg in 500 ml PBS+ lösen + 1% PenStrep)
4. Durchführung
Tag 1:
- Transportmedium: PBS- + 1% Gentamicin + 1% PenStrep, kühlen
- PBS- mit 1% Gentamicin und 1% PenStrep versetzen (= Spülpuffer)
- Spülpuffer nur gekühlt verwenden
- BioVaSc® in der Edelstahlwanne mit PBS- spülen:
- mit 50 ml-Spritze Gefäßsystem über arteriellen Zugang spülen, bis komplett von Blut befreit
- Darmlumen mittels Spritze mit Spülpuffer befüllen und durch Ausdrücken von Faecesresten
befreien
- Vorgang wiederholen, bis Darmlumen komplett sauber (ca. 1 l PBS-)
- ü.N. in Spülpuffer bei 4°C auf Wippschüttler lagern
Tag 2:
- AZ-Lösung ansetzen (Lösung nur bei Raumtemperatur verwenden, ü.N. im Kühlraum la-
gern!) - Bioreaktor vorbereiten
- Schlauchsystem an Pumpe anschließen und mit PBS- auf eventuelle Luftbläschen kontrollie-
ren
- Pumpe bei 10 rpm laufen lassen, roten Gefäßzugang benetzen, keine Luftblasen!, Glasaufsatz
einstecken
- Druck soll bei 80 mmHg liegen
- Pumpe ausschalten
- durchgeflossenen Puffer mit Spritze aus Glasreaktor absaugen
- Vorratsflaschen mit AZ-Lösung befüllen und über Schlauchsystem in arteriellen Zufluss (rosa)
des Gefäßsystems pumpen
- unbedingt Nitrilhandschuhe + Schutzbrille tragen!!!
- Während der ganzen Zeit Druck kontrollieren, muss zwischen 80–100 mmHg liegen!
Wichtig: Pumpgeschwindigkeit dem jeweiligen Druck anpassen (s.a. Anmerkungen) und An-
schlüsse der BioVaSc® gegebenenfalls anders positionieren
- Lumen mit Kabelbindern an Glasröhrchen für luminalen Fluss anschließen, Lösung für ca.
15 min einwirken lassen
- anschließend Pumpvorgang kurz unterbrechen und gesamtes Darmlumen ausdrücken
- dann erneut Pumpvorgang starten (gebrauchte und frische AZ-Lösung für Darmlumen mi-
schen) und durch das Gefäßsystem nur frische AZ-Lösung pumpen (hier: 80 mmHg)
- Vorgang so oft wiederholen, bis ca. 500 ml AZ-Lösung durch das Gefäßsystem gepumpt
worden sind
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- benutzte AZ-Lösung in Schottflasche mit Korsolex sammeln, ü.N. inkubieren, erst dann über
den Abguss entsorgen
- danach spülen mit ca. 1 l PBS-
- wiederholen, bis die BioVaSc® komplett von Zellresten befreit ist („richtig weiß: siehe Ab-
bildung 4.2 (C)); Druck 100 mmHg
- unbedingt beachten: AZ-Lösung muss vollständig entfernt sein!
- BioVaSc® komplett mit AZ-Lösung füllen (Lumen komplett und Gefäße vorsichtig mit 2 ml)
- in ein mit AZ-Lösung befülltes Gefäß überführen, auf Schüttler bei 4°C ü.N. inkubieren
Tag 3:
- mit PBS- durch Gefäßsystem und Lumen spülen (ca. 2 l PBS- müssen durch Gefäße gepumpt
werden)
- BioVaSc® in Spülpuffer lagern, auf Schüttler stellen und Lösung ca. 3x austauschen
- mit DNase ü.N. bei 4°C auf Schüttler inkubieren
Tag 4:
- DNase-Lösung entfernen und mit Spülpuffer herauswaschen
- 3x täglich Spülpuffer im Gefäß ersetzen
- über das Wochenende auf Schüttler bei 4°C inkubieren
Montag:
- BioVaSc® in frisches PBS- ohne Antibiotika überführen
- zur γ-Sterilisation:
Kunststoffbehälter gut verschließen, in die vorbereitete Transporttasche mit Kühlakkus („um-
fallsicher“) verpacken
- Lieferung zur γ-Sterilisation
- zeitnah die nun sterile BioVaSc® in sterilen Spülpuffer überführen, bei 4°C lagern
- BioVaSc® vor Zellbesiedelung über Nacht in zellspezifischem Medium inkubieren
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Abbildung 4.2: Herstellung einer biologisch vaskularisierten Matrix (BioVaSc®). (A) Ex-
plantation der BioVaSc®. (B) Teilsegment eines porcinen Jejunums mit
arteriellem und venösem Anschluss. (C) Die BioVaSc® nach Dezellulari-
sierung, die erhaltenen Röhrenstrukturen der Arterien und Venen sind gut
zu erkennen.
5. Wichtige Anmerkungen
- Wichtig ist die ständige Kontrolle des Drucks:
- Pumpgeschwindigkeit entsprechend anpassen (während Azellularisierung langsam: 3-10 rpm;
während des Spülvorgangs: 10-40 rpm)
- Schlauchsystem während der ganzen Zeit auf Luftbläschen kontrollieren!
- Sollten Luftbläschen erkannt werden, Pumpe ggf. stoppen, Schlauch von Kanüle abstöpseln
und bis zur Entfernung der Blasen Flüssigkeit durchpumpen, anschließend die BioVaSc® wei-
ter luftblasenfrei durchspülen.
- Darm sollte vor der γ-Sterilisation mind. 1x über Nacht, max. eine Woche in Spülpuffer
gespült werden.
- Die Sterilisation durch γ-Bestrahlung mit 25 kGy ü.N. wird bei der Firma BBF Sterilisati-
onsservice GmbH in Rommelshausen durchgeführt.
- Die Anlieferung und Abholung sollte so organisiert sein, dass die Bestrahlung möglichst bald
durchgeführt und die sterile BioVaSc® nur kurz bei BBF ungekühlt gelagert wird.
4.6 Besiedelung von Matrices mit Zellen
Biomaterialien dienen im Tissue Engineering als Zellträger, wobei die natürliche Umgebung
für jeden Zelltypen zu berücksichtigen ist. In Vorversuchen werden zunächst 2D Kulturmodelle
aufgebaut. Dabei erfolgt die Kultivierung der MZ alleine und der Ko-Kultivierung der MZ mit
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mvEZ auf einer synthetischen sowie einer natürlichen Matrix. Weiter erfolgte eine Auswahl
geeigneter auf Kollagenbasis hergestellter 3D Scaffolds für die Knorpel- und Stammzellen, wo-
bei die BioVaSc® mit ihren erhaltenen Gefäßstrukturen für EZ als geeignete Matrix für die in
vitro Kultivierung gilt. Schließlich erfolgt zum Aufbau eines vaskularisierten 3D Meniskuskon-
strukts die Kombination der BioVaSc® mit dem ausgewählten 3D Kollagen Biomaterial und
die dynamische Kultivierung des Konstrukts in einem Bioreaktor.
4.6.1 Aufbau von 2D Ko-Kulturmodellen
Vorversuche zwei Zelltypen in einem System zu kultivieren, um dabei die Zellcharakterisierung
zu untersuchen, fanden auf Basis zweier unterschiedlicher Trägerstrukturen statt. Verwendet
wurde zum einen eine synthetische Membran aus Polyethylenterephthalat (PET) und zum
anderen die natürliche kollagenbasierte Trägermatrix, die Collagen Cell Carrier (CCC). Die
verwendeten PET Membranen weisen 1 μm große Poren auf, die ein Durchkommen der Zellen
durch die Membran verhindern. Dennoch ist eine Kommunikation und Beeinflussung der Zel-
len untereinander durch Parakrine Sekretion möglich. Die CCC Membran besteht aus bovinem
Kollagen Typ I und ist für Flüssigkeiten und Signalmoleküle durchlässig, wohingegen Zellen
die Membran nicht passieren können. Bevor die Membran verwendet wurde, war es nötig,
sie vorzubehandeln. Zur Beschichtung der CCCs wurde Fibronektin mit einer Konzentration
von 1 μg/ml in PBS- gelöst. Eine Inkubation der Trägermatrix von mind. einer Stunde bei
Raumtemperatur in 1 ml Verdünnungslösung folgte, an die sich ein Waschschritt anschloss.
Anschließend wurden die CCCs für 30 min in PBS- getränkt bevor sie über Nacht an der
Raumluft trockneten.
Mit Hilfe von zweiteiligen Zellkronen aus Stahl erfolgte das Einspannen der Membranen, wäh-
rend sich eine 1 cm2 Wachstumsfläche ergab (Abbildung 4.3 (A)). Es ergaben sich somit zwei
Kompartimente, ein innerer und ein äußerer Bereich, die mit Zellen besiedelt werden konnten.
Am ersten Tag erfolgte die Besiedelung mit 4∗105 hmvEZ, gelöst in 100 μl Medium auf die
äußere Membranseite, an die sich eine Inkubation über Nacht anschloss. Am folgenden Tag
wurde die Zellkrone umgedreht und die gegenüberliegende Innenseite der Membran mit hMZ
besiedelt. Nach einer Inkubationsdauer von 4h folgte das Fluten der Ko-Kultursysteme mit
1 ml im inneren und 6 ml Medium im äußeren Bereich der Zellkronen. Abbildung 4.3 (B) zeigt
den schematischen Aufbau der Zellbesiedelung, sowie die Zellanordnung ( Abbildung 4.3 (C))
auf den Trägerstrukturen. Es erfolgten Untersuchungen der 2D Modelle von hMZ mit hmvEZ
in Ko-Kultur, sowie hMZ auf den Membranen in der Mono-Kultur als Kontrolle.
Während der gesamten Zeit des Experiments erfolgte kein Medienwechsel der Kulturen. Die
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Zellen auf der PET Membran wurden mit einer Trypsinbehandlung abgelöst, gesammelt und
für die Anfertigung von Cytospots vorbereitet. Zur Vereinfachung der Zellablösung am Ende
des Experiments erfolgte der Zusammenbau in diesem Fall mit zwei PET Membranen. Die
CCC Membranen wurden aus den Zellkronen gelöst und eine Stunde in 4% PFA fixiert, bevor
die Einbettung der Proben in Paraffin folgte.
Abbildung 4.3: Skizze des Versuchsaufbaus der 2D Ko-Kulturmodelle. (A) Einspannen
und (B) Besiedelung der Matrices in Zellkronen. (C) Zellanordnung auf
der Matrix.
4.6.2 Zellbesiedelung biologischer 3D Biomaterialien
Die auf Kollagenbasis hergestellten 3D Biomaterialien, die später als Zellträger für den Aufbau
eines Meniskusgewebes verwendet werden sollen, werden mit hMZ und hMSZ besiedelt, um ihre
Eignung als Trägerstruktur für diese Zelltypen zu evaluieren. Verglichen wurde die Zellmigration
auf sechs unterschiedlichen Biomaterialien. Die bereits in Kapitel 3.1.2 erwähnten käuflichen
Materialien wurden mit dem selbst hergestellten Kollagen-Hydrogel, sowie der ES-Matrix, aus
Kol I sowie aus Kol I/II verglichen. Abbildung 4.4 zeigt Bilder der einzelnen Scaffolds, die im
Rahmen dieser Arbeit verwendet wurden.
Abbildung 4.4: Abbildung aller verwendeten 3D Kollagen Scaffolds. (A) Bio-Gide Mem-
bran, (B) BD Scaffold, (C) Bio-Mesh Matrix, (D) Kollagen I Hydrogel
und (E) Kollagen I ES-Matrix.
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Vor der Besiedelung erfolgt zunächst das Stanzen der Bio-Gide Membran sowie der Bio-Mash
Matrix mit Hilfe einer Biopsiestanze auf eine definierte Größe, in diesem Fall beträgt diese
für die beiden Scaffolds 6 mm Durchmesser. Der Durchmesser der BD Scaffolds ist vom Her-
steller zwischen 4,2 und 5,2 mm definiert, sowie die Größe der elektrogesponnenen Kollagen
I und Kollagen I/II Scaffolds bereits durch das Stanzen vor dem Crosslinkprozess auf 8 mm
Durchmesser festgelegt ist und aufgrund des Schrumpfungsverhaltens der Scaffolds nach der
Crosslinkbehandlung dieser dann ca. 6 mm beträgt. Durch das Gießen der Hydrogele in 12-Well
Platten sind auch diese von definierter Größe.
Zur Zellbesiedelung erfolgt das Überführen der kreisrunden Scaffolds in 96-Well Platten, in
denen pro Well 0,5∗106 Zellen in 50 μl zellspezifisches Medium pipettiert werden. Weitere,
geringere Zellaussaatdichten (0,5∗104, 0,1∗105, 0,5∗105, 0,1∗106) wurden getestet, wobei die
besten Besiedelungsergebnisse bei der Zelldichte von 0,5∗106 Zellen/Scaffold erzielt wurden.
Nach einer 3-stündigen Adhärenzdauer erfolgt die Zugabe von weiteren 100 μl zellspezifischen
Medium pro Scaffold. Am darauffolgenden Tag werden die zellbesiedelten Scaffolds aus den
96-Well Platten in 12-Well Platten umgesetzt und mit jeweils 2 ml frischem Kulturmedium
bedeckt und für 7 Tage kultiviert. Ein Medienwechsel erfolgt alle 3 bis 4 Tage.
Zur Besiedelung des Kollagen I Hydrogels (Abbildung 4.4 (D)) erfolgte zunächst die Resuspen-
sion der abgelösten Zellen in GNL. Anschließend wurde das Kollagengel mit der Zellsuspension
luftblasenfrei resuspendiert. Dabei war zu beachten, dass bei diesem Schritt alle Lösungen
gekühlt und zügig vermischt werden, um ein vorzeitiges Gelieren des Hydrogels zu verhindern.
Analog zu den vorherigen 3D Biomaterialien erfolgte die Austestung unterschiedlicher Zell-
dichten im Hydrogel, wobei auch hier mit 0,5∗106 Zellen/ml die beste Zellverteilung erreicht
wurde. Die Kultivierung des Hydrogels erfolgte in 12-Well Platten für 7 Tage, wobei 1 ml
Hydrogel pro Well pipettiert, für 1h im Brutschrank geliert und anschließend mit 2 ml zellspe-
zifischem Medium bedeckt wurde. Der Medienwechsel erfolgte alle 3 bis 4 Tage.
Die Besiedelung der Biomaterialien wurde für jeden Zelltyp insgesamt mit drei unterschiedli-
chen Spendern wiederholt.
4.6.3 Rebesiedelung der BioVaSc® mit Endothelzellen
Vor der Ko-Kultur erfolgt zunächst die Rebesiedelung der erhaltenen Gefäßstrukturen der
BioVaSc® mit primären mvEZ, um das Vaskularisationssystem wieder herzustellen.
1. Materialien
- Schlauchsystem mit Pumpschlauch, Schlauchverbindern und Adapter (Druckdom) für Druck-





- azellularisierte, sterile BioVaSc®
















- Reaktorsystem entsprechend des Schemas (siehe Abbildung 4.5 (A)) zusammenbauen und
autoklavieren lassen.
- Zum Autoklavieren, Aufbau in durchsichtigen Abfallsack stecken und mit Autoklavierband
verschließen (nicht zu fest zukleben, geringer Gasaustausch soll stattfinden können).
- Da der Druckdom nicht autoklavierbar ist, diesen erst am nächsten Tag unter der Sterilbank
anschließen.
- Zum Autoklavieren die entsprechenden Luer-Lock-Verbindungsteile mit Alufolie umwickeln.
- PBS--Puffer aus dem Glas, in dem BioVaSc® gelagert wird, absaugen und durch VascuLife®
ersetzen und bis zum nächsten Tag im Kühlraum aufbewahren.
Tag 1:
- Reaktorsystem unter der Sterilbank mit VascuLife® so weit füllen, dass Mediumspiegel in
beiden 50 ml Glasfläschchen und im Glasreaktor ca. 2 cm beträgt.
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- BioVaSc® in Reaktor legen.
- 4∗106 Endothelzellen ablösen und in 4 ml VascuLife® aufnehmen.
- 5 ml-Spritze ohne Stopfen auf rosa Kanüle der BioVaSc® setzen (arterieller Zufluss des
Gefäßsystems)
- 4 ml Zellsuspension in Spritze pipettieren und Stopfen langsam aufsetzen.
- Zellen vorsichtig und langsam in Gefäßsystem der BioVaSc® spritzen.
- Darauf achten dabei keine Luftblasen in das System zu bringen.
- Reaktorsystem schließen und 2–3h inkubieren in Inkubatorwand. Für diese Zeit keinerlei Fluss
anlegen.
- Während der Inkubationszeit erneut 4∗106 Endothelzellen ablösen und in 4 ml VascuLife®
aufnehmen
- Reaktor wieder unter der Bank öffnen, BioVaSc® wenden und unter Verwendung einer 5 ml-
Spritze die Zellsuspension über den arteriellen Zugang in die BioVaSc® einbringen.
- Reaktorsystem mit Metallschelle schließen und 2–3h inkubieren in Inkubatorwand. Für diese
Zeit keinerlei Fluss anlegen.
- Anschließend kontinuierlichen Fluss bei 10 rpm ü.N. anlegen.
- Dazu den arteriellen Zufluss (rosa) mit einer Pinzette an die zuführende Glaskanüle (diejeni-
ge, die mit der Druckflasche über den Druckdom verbunden ist) fest aufsetzen.
Tag 2:
- Der Medienspiegel sollte zu diesem Zeitpunkt weiterhin etwa 2 cm im Reaktor betragen und
Reservoir- sowie Druckflasche sollten zu mindestens 3/4 gefüllt sein.
- Druckfühler an Druckdom anschließen und regulierten Fluss bei 80–120 mmHg starten.
- Einstellungen gemäß Angaben unter Abschnitt „C-Control“.
C-Control:
- Reset-Taste betätigen und warten bis Anzeige alle 4 möglichen Optionen (Regelung, Trep-
penstufen, alternierend, konstant) durchlaufen hat
- Nummer 1 wählen für „Regelung“, Eingabe mit der Taste "Enter" bestätigen
- Mittelwert festlegen, normalerweise „100“ für BioVaSc® vom Schwein, Eingabe mit "Enter"
bestätigen
- Amplitude festlegen, normalerweise „20“ für BioVaSc® vom Schwein, Eingabe mit "Enter"
bestätigen
- Iterationswert I1 festlegen, normalerweise „20“ für BioVaSc® vom Schwein, Eingabe mit
"Enter" bestätigen
- Pumpe startet
- Druckverlauf anpassen: Soll-Wert (blaue Kurve) durch Ist-Wert (rote Kurve) nachahmen.
3 Möglichkeiten durch die man den Ist-Wert beeinflussen kann:
- Metallklemme am Bypass zudrehen oder lockern (Druckniveau anheben oder senken)
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- Stellhebel an Pumpschlauchhalter festziehen oder lockern (Druckniveau anheben oder sen-
ken)
- Anteil Luft in Druckflasche verringern oder erhöhen (Kurvenamplitude erhöhen oder abfla-
chen)
Folgende Vorgehensweise hat sich bewährt, während Pumpe läuft:
- Die zunächst geöffnete Metallklemme am Bypass so weit schließen, bis Ist-Wert leicht ober-
halb des Soll-Wertes liegt. Falls Druckniveau nicht durch Schließen der Metallklammer alleine
zu erreichen ist, Stellhebel an Pumpschlauchhalter schrittweise festziehen.
- Druck nun durch langsames Lösen der Metallklammer auf ein mittleres Level um ca. 100 mm-
Hg absenken.
- Anschließend Anpassung der Amplitudenhöhe durch Entfernen der Luft aus der Druckflasche,
indem man die Bläschen an den Bypass zur Reservoir-Flasche führt. Je weniger Luft in der
Druckflasche, desto höher die Amplitude. So viel Luft entfernen, bis Amplitude der Ist-Kurve
derjenigen der Soll- Kurve entspricht.
6. Bemerkungen
- Medienwechsel 2x die Woche, jeweils ca. 50 ml.
4.6.4 Aufbau eines vaskularisierten 3D Meniskuskonstrukts
Nach der zweiwöchigen Kultivierungsdauer der EZ in den Gefäßstrukturen der BioVaSc® er-
folgte der Aufbau eines 3D Ko-Kultursystems. Dazu erfolgte zunächst die Resuspension von
2∗106 MZ mit 1 ml GNL und 3 ml Kollagengel (10 mg/ml). Das dabei entstandene 4 mL
Kollagen-Typ I Hydrogel wurde in das frühere Lumen der BioVaSc® gegeben, wobei die offenen
Enden des Darmstücks mit Clips verschlossen wurden. Das aufgebaute 3D Ko-Kultursystem
wurde eine weitere Woche im Bioreaktor unter pulsatilem Medienfluss kultiviert, wobei die
MZ mit VascuLife® Medium über das wieder hergestellte Gefäßsystem versorgt wurden. Ab-
bildung 4.5 (D) zeigt schematisch den Aufbau des 3D Ko-Kultursystems mit EZ besiedelten
Kapillaren und dem ausgefüllten Lumen der Matrix mit einem Kollagen-Typ I Hydrogel, das
MZ beinhaltet.
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Abbildung 4.5: Schema der dynamischen Kultur und Aufbau eines 3D Meniskuskon-
strukts. (A) Schematische Abbildung des Bioreaktors zur dynamischen
Kultur. (B) Das Meniskuskonstrukt wird im Bioreaktor kultiviert. (C)
Das Gefäßnetz wird der BioVaSc® wird mit mvEZ rebesiedelt. (D) Nach
zwei Wochen Rebesiedelungskultur wird ein Kollagen-Typ-I-Hydrogel mit
MZ in das Lumen der BioVaSc® gegeben und eine Kokultur etabliert.
Insgesamt wurden fünf Ansätze durchgeführt. Versuch I, II und III mit jeweils humanen Zellen,
Versuch IV und V mit porcinen Zellen. Bei allen Versuchsansätzen wurde nach zwei Wochen
ein kleines Stück der rebesiedelten BioVaSc® abgetrennt und mittels MTT Test, histologisch
und immunhistologisch analysiert. Nach insgesamt dreiwöchiger Kulturdauer erfolgte das Ab-
stoppen der Versuche und die Analyse der Vitalität, der Integration und Charakterisierung der
Zellen.
4.7 Rasterelektronenmikroskopie
Zur Charakterisierung der Morphologie und Dichte der Kollagenfaserkonstrukte wurden die
elektrogesponnenen Scaffolds in einem Rasterelektronenmikroskop (REM) im Modus der Se-
kundärelektronen (Back scattered) untersucht. Die Proben werden mit einem Elektronenstrahl,
der in einem bestimmten Muster geführt (gerastert) wird, gescannt. Trifft der Elektronenstrahl
auf das vergrößert abzubildende Objekt, sind verschiedene Wechselwirkungen möglich, deren
Detektion Informationen über die Beschaffenheit des Objekts geben. Die Intensität des Signals
wird ausgewertet und ein Bild erzeugt, welches die Abbildung der Objektoberfläche ist und eine
hohe Schärfentiefe aufweist. Objekte können bis auf das 100.000 fache vergrößert werden.
Die mikroskopische Analyse verlangte zunächst das Aufkleben der ausgestanzten Scaffolds auf
leitfähige Plättchen. Diese wurden auf einem Probentisch fixiert und anschließend unter Vaku-
um (12 V, 20 mA, 0,1 mbar, 4 min) mit einer dünnen Goldschicht bedampft, um eine leitfähige
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Schicht zur Vermeidung von Bildartefakten infolge einer statischen Aufladung der Proben zu
erzielen. Die REM Aufnahmen erfolgten bei einer einheitlichen Beschleunigungsspannung von
5 kV und einem variablen Arbeitsabstand zwischen 12 und 17 mm.
4.8 Zelltoxizitätstestung
4.8.1 Zellviabilitätstest MTT
Mit diesem Viabilitätstest können Zellvitalität und Proliferation visualisiert werden. Auch die
Vitalität rebesiedelter EZ in komplexen 3D Gefäßstrukturen oder MZ in Kollagen-I Hydrogel
kann damit sichtbar gemacht werden. Der MTT Test basiert auf der Reduktion des gelben Rea-
genz 3-(4,5-Dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyltetrazoliumbromid (MTT) in ein wasserunlösli-




- sterile Pipetten und Pasteurpipetten Sterilfilter






3. Chemikalien und Lösungen
- MTT (3-(4,5-Dimethyl-2-Thiazolyl)-2,5-Diphenyl-2H-Tetrazolium bromid) (lichtempfind-
lich!)
Ansetzen des MTT-Reagenz:
- 60 mg MTT in 20 ml VE-Wasser lösen (=3 mg/ml) sterilfiltrieren
- 2 ml-Aliquots bei -20°C lagern
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4. Durchführung - qualitativ
- angesetztes MTT-Reagenz (3 mg/ml) auftauen lassen und vortexen
- 2 ml MTT-Reagenz mit 4 ml zellspezifischem Medium im Zentrifugenröhrchen mischen (=
1 mg/ml)
- Zellen mit MTT-Gemisch überschichten
- 90 min im Brutschrank inkubieren
- Reagenz absaugen, mit PBS+ waschen
- Fotodokumentation
4.8.2 Lebend-Tot-Färbung
Die Lebend-Tot-Färbung erfolgte zur Überprüfung der Vitalität der Stammzellen auf den kol-
lagenbasierten, elektrogesponnenen Trägermaterialien.
1. Materialien
- 1,5/2 ml Eppendorfgefäße






- LIVE/DEAD® Viability/Cytotoxicity Kit for mammalian cells
- Calcein (4 mM in anhydrous DMSO)
- EthDh (Ethidium Homodimer-1; 2 mM in DMSO/H2O 1:4 (v/v))
5. Durchführung
Herstellung der Gebrauchslösung:
- 1 µl Calcein + 4 µl EthDh + 1995 µl PBS-
Ablauf der Färbung:
- Kulturmedium absaugen
- Zellen/Gele 1x mit PBS- spülen
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- einige Tropfen der Gebrauchslösung auf Zellen geben und 10 s einwirken lassen
- 500-1000 µl auf Gel geben und 30 min einwirken lassen
- 1x mit PBS- waschen und sofort mit Fluoreszenzmikroskop mikroskopieren
- Vitale Zellen erscheinen unter Anregung bei 480 nm mit einem Maximum bei 515 nm grün.
- Tote Zellen werden rot gefärbt, das bei einer Anregung im Bereich von 536 nm Licht der
Wellenlänge 611 nm emittiert.
- Um eine Aussage über die Vitalität der Zellen im inneren Bereich treffen zu können, erfolgt
die Aufnahme des Querschnitts.
- Dazu die gefärbten Proben fixieren, in TissueTek® einbetten und kryoschneiden
4.9 Histologie und Immunhistologie
Histologische Übersichtsfärbungen dienen der Analyse von Zellmigration in Biomaterialien.
Mittels immunhistologischer Färbungen erfolgt die Analyse der Zellcharakterisierung.
4.9.1 Zellfixierung
1. Materialien
- 6-Well Platte oder Zentrifugenröhrchen
- Glaspipetten
- Pasteurpipetten
- Einbettkassetten und Filterpapier
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3. Chemikalien
- 4% gepuffertes PFA
- 1 N NaOH





- Gewebe durch Spülen mit PBS- von Medienresten befreien und in geeignetes Fixierungsgefäß
(z.B. 6-Well Platte oder Zentrifugenröhrchen) überführen
Ab hier unter dem Abzug weiterarbeiten:
- Gewebe in 4% PFA tränken (Einmalpipette verwenden und diese unter dem Abzug 2 Tage
ausdampfen lassen)
- Inkubation unter dem Abzug oder bei 4°C mit geschlossenem Deckel (Inkubationszeit und
- Temperatur ist von der Art des Gewebes abhängig: Hautmodelle/BioVaSc®: 2h, Biopsate:
ü.N.)
- PFA mit Einmalpipette in Fixiermittelabfall überführen
- Gewebe mit Leitungswasser spülen, dies auch in Fixiermittelabfall überführen
- Gewebe in Einbettkassetten mit Filterpapier überführen
- 2h in einem mit Leitungswasser gefüllten Becherglas wässern
- Gefäße und Pipetten, die mit PFA in Berührung gekommen sind, bis zum nächsten Tag unter















- Ethanol (50%, 70%, 90%, 96%)






- Überführen der Proben in Einbettautomaten
- für manuelle Einbettung: fixierte Präparate in entsprechende Gefäße (z. B. 2 ml-Reaktionsgefäße
oder 50 ml-Zentrifugenröhrchen) überführen
Zeitablauf [h] Lösung Ziel/ Bemerkung
1-2h Leitungswasser wässern
ü.N. (Mindestdauer: 1h) EtOH 50%





1 Isopropanol/Xylol (1:2) Inkubieren bei RT
1 Xylol I
1 Xylol II
ü.N. Paraffin I Inkubieren im Wärmeschrank bei 60°C
2 Paraffin II
Es folgt das Blocken der Proben in einen Paraffinblock, von diesem dann 3 bis 6 μm dicke
Schnitte mit Hilfe des Schlittenmikrotoms abgetragen werden können. In einem 50°C war-
men Wasserbad werden die Paraffinschnitte gestreckt und auf Glasobjektträger gezogen und
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bei 37°C getrocknet. Histologische Färbungen finden an Paraffinschnitten auf unbeschichteten
Objektträgern statt, während die Durchführung immunhistologischer Untersuchungen auf si-
lanbeschichteten Objektträgern erfolgt.
4.9.3 Zellen auf Cytospots
Cytospots erfolgten im Rahmen dieser Arbeit von den 2D Vor-Versuchen auf PET Membranen,


















- Ablösen der Zellen von der Zellkulturoberfläche:
- Werkbank anschalten, 15 min laufen lassen, Arbeitsfläche mit 70%EtOH absprühen, mit
Einwegtüchern abwischen
- sterile Glas- und Pasteurpipetten unter Werkbank öffnen
- Zellen nach SOP „Passagieren von Zellen“ ablösen
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- Zellen in einer Zelldichte von 0,5∗105 hmvEZ bzw. 0,25∗105 hMZ in 50 μl Medium aufnehmen
- Fixierung der Zellen auf Glasobjektträgern:
- in spezielle Halterungen übereinander zuerst den Objektträger, dann ein Filterpapier und zum
Schluss einen Trichter einspannen
- vorbereiteten Objektträger in das Probenkarussell der Cytozentrifuge eingesetzt
- 50 μl der Zellsuspension auf den Grund des Trichters pipettieren
- Proben bei 500 U/min für 5 min zentrifugiert
- die auf den Objektträgern befindlichen Zellen bei Raumtemperatur trocknen lassen
- evtl. Lagerung im Gefrierschrank bei -20°C (siehe Bemerkung!)
- Filterpapier trocknen lassen (kann wiederverwendet werden)
- Trichter mit Seifenwasser säubern und ebenfalls trocknen lassen
- vor der Färbung Zellen auf Objektträgern fixieren für 10 min mit kaltem Ethanol/Aceton
Gemisch (1:2).
4.9.4 Hämatoxylin-Eosin Färbung
Die Hämatoxylin-Eosin Färbung (HE-Färbung) gilt als standardisierte Übersichtsfärbung ver-
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3. Chemikalien
- Xylol
- Ethanol (96%, 70%, 50%)
- Hämalaun
o 1,2 g Hämatoxylin
o 0,2 g Natriumjodat
o 20 g reines Aluminiumkaliumsulfat-Dodecahydrat
o Zutaten in 500 ml VE-Wasser unter Schütteln lösen,bis die Lösung eine blau-violette Farbe
annimmt
o 20 g Chloralhydrat
o 1 g Zitronensäure
o weitere Zutaten zugeben Farbton schlägt nun in rot-violett um
o mit VE-Wasser auf 1 l auffüllen
o Lösung ü.N. rühren
o Lösung vor Verwendung ca. 4 Wochen in geöffneter Flasche stehen lassen
- HCl-Alkohol
o 100 ml 50% EtOH in Messzylinder vorlegen
o 13,7 ml 1 M HCl zupipettieren
o auf 200 ml mit 50% EtOH auffüllen
o in Schottflasche überführen und gut mischen
- Eosin
o 1 g Eosin in 100 ml VE-Wasser lösen
- 2-Propanol = Isopropanol





- Paraffinschnitte in Trägerkorb mit Metallhenkel einordnen und für 1h in den Wärmeschrank
stellen (Paraffin muss vollständig geschmolzen sein!)
- direkt in Xylol I überführen
Beachten: Ab hier darf der Schnitt nicht mehr trockenfallen!
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Zeitablauf [min] Lösung Ziel/ Bemerkung
60 Schmelzen des Paraffins bei 60°C imWär-
meschrank
10 Xylol I absteigende Reihe: Entparaffinieren
10 Xylol II
2 EtOH 96% I
2 EtOH 96% II
2 EtOH 70%
2 EtOH 50%
VE-H2O schwenken, bis keine Turbulenzen mehr
8 Hämatoxylin Färbung der Zellkerne
VE-H2O schwach fließend, bis keine Farbe mehr
auswäscht
2 mal kurz eintauchen HCl-Alkohol Differenzieren
VE-H2O Spülen
5 warmes Leitungswasser Bläuen
1 Eosin Färben des Zytoplasmas
VE-H2O spülen, bis keine Farbe mehr auswäscht






- Objektträger mit Hilfe einer Pinzette aus dem Xylol entnehmen
- mit Entellan und einem Deckglas luftblasenfrei eindecken
- über Nacht unter dem Abzug trocknen lassen, dabei darauf achten, dass die Objektträger
waagerecht positioniert werden, um ein Verrutschen der Deckgläser zu verhindern
6. Ergebnis
Die Färbung saurer Moleküle erfolgt durch Hämatoxylin, bei der alle basophilen Strukturen,
wie z.B. die Zellkerne, aber auch saure Schleimsubstanzen, Bakterien und Kalk blau erschei-
nen. Eosin ist ein synthetischer, negativ geladener Farbstoff, der alle basischen acidophilen
Strukturen, vor allem die Zellplasmaproteine, rot anfärbt (Übersichtsfärbung).





















Herstellung der Färbelösung zum Anfärben der Lipidtröpfchen:
- Stammlösung: 0,5 g Oilred O in 100 ml 99%igem Isopropanol lösen
- Gebrauchslösung: 6 Teile der Stammlösung mit 4 Teilen VE-Wasser mischen, 24h stehen
lassen und vor Gebrauch filtrieren
Ablauf der Ölrot-Färbung:
Beachten: Alle Lösungen werden in die halogenfreien organischen Lösemittelabfälle entsorgt.
Zeitablauf [min] Lösung Ziel/ Bemerkung
1x spülen PBS-
10 4% PFA fixieren
1x waschen VE-Wasser
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5 60% Isopropanol
10 Färbelösung (vom Vortag!) Anfärben der Lipidtröpfchen
1x waschen 60% Isopropanol
1x waschen VE-Wasser
30 sec Hämatoxylin anfärben der Zellkerne
1 Leitungswasser bläuen
- Objektträger in VE-Wasser überführen
- mit Aquatex und einem Deckgläschen wässrig eindecken (luftblasenfrei!)
- über Nacht unter dem Abzug trocknen lassen, dabei darauf achten, dass die Objektträger
waagerecht positioniert werden, um ein Verrutschen der Deckgläser zu verhindern.
6. Ergebnis
- Die Zellkerne sind blau, die Lipidtröpfchen rot angefärbt (adipogene Differenzierung).










- Alizarin Red S
- 25% Ammoniak
- wässriges Eindeckmittel Aquatex






- Stammlösung: 0,25 g Alizarin Red S in 25 ml VE-Wasser lösen
- Gebrauchslösung: 20 μl 25%igen Ammoniak für 2 ml Stammlösung frisch zugeben
Ablauf der Alizarin Red S-Färbung:
Beachten: Alle Lösungen werden in die halogenfreien organischen Lösemittelabfälle entsorgt.
Zeitablauf [min] Lösung Ziel/ Bemerkung
1x spülen PBS-
10 Methanol (eiskalt!) fixieren
1x waschen VE-Wasser
2 Färbelösung anfärben der Kalziumhydro-
genphosphate
3x waschen VE-Wasser
- mit Aquatex und einem Deckgläschen wässrig eindecken (luftblasenfrei!)
- über Nacht unter dem Abzug trocknen lassen, dabei darauf achten, dass die Objektträger
waagerecht positioniert werden, um ein Verrutschen der Deckgläser zu verhindern.
6. Ergebnis


















- EtOH (96%, 70%, 50%)







- Kernechtrot: 5 g Aluminiumsulfat in 100 ml VE-Wasser lösen, erhitzen bis zum Kochen, 0,1 g
Kernechtrot zugeben und nach dem Abkühlen filtrieren.
- 1% Alcianblau: 1 g Alcianblau 8GX in 100 ml VE-Wasser lösen
- 3% Essigsäure: 3 ml 100% Essigsäure mit 97 ml VE-Wasser verdünnen
Ablauf der Alcianblau-Färbung:
- Paraffinschnitte in Trägerkorb mit Metallhenkel einordnen und für 1h in den Wärmeschrank
stellen (Paraffin muss vollständig geschmolzen sein!)
- direkt in Xylol I überführen
Beachten: Ab hier darf der Schnitt nicht mehr trockenfallen!
Zeitablauf [min] Lösung Ziel/ Bemerkung
10 Xylol I absteigende Reihe: Entparaffinieren
10 Xylol II
2 EtOH 96% I
2 EtOH 96% II
2 EtOH 70%
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2 EtOH 50%
VE-H2O schwenken, bis keine Turbulenzen mehr
3 3% Essigsäure
30 1% Alcianblau 8GX Anfärben der Glykosaminoglykane
VE-H2O Spülen
5 Kernechtrot Anfärben der Zellkerne
VE-H2O Spülen
2 mal kurz eintauchen EtOH 70% differenzieren





- Objektträger mit Hilfe einer Pinzette aus dem Xylol entnehmen
- mit Entellan und einem Deckglas luftblasenfrei eindecken
- über Nacht unter dem Abzug trocknen lassen, dabei darauf achten, dass die Objektträger
waagerecht positioniert werden, um ein Verrutschen der Deckgläser zu verhindern.
6. Ergebnis
- Die Alcianblau Färbung dient der Darstellung saurer Mukosubstanzen oder Glykosamino-
glykane (GAG), die die Grundsubstanz von Knorpelgewebe und Extrazellulärmatrix darstellen.
Diese kommen auch in erfolgreich chondrogen differenzierten MSZ Kulturen vor. Alcianblau
ist ein wasserlöslicher, basischer Phthalocyaninfarbstoff. Die blaue Farbe ist zurückzuführen


















- Ethanol (96%, 70%, 50%)
- Alicanblau: 1 g Alicanblau + 1 ml konz. Essigsäure + 100 ml VE-Wasser
- Eisenhämatoxylin:
o Lösung A: 1 g Hämatoxylin in 100 ml 96% EtOH lösen (unter Erwärmung, bis Farbe rotbraun
erscheint)
o Lösung B: 2,48 g Eisen-III-Chlorid Hexahydrat (FeCl3 x 6 H2O) in 100 ml VE-Wasser lösen
+ 1ml konz. HCl,
oder 1,16 g Eisenchlorid und 1 ml 25%ige HCl in 100 ml VE-Wasser lösen
- Brilliant Crocein-Säurefuchsin
o Lösung A: 0,1 g Brilliant Crocein R + 0,5 ml konz. Essigsäure und 99,5 ml VE-Wasser
o Lösung B: 0,1 g Säurefuchsin + 0,5 ml konz. Essigsäure und 99,5 ml VE-Wasser
o Gebrauchslösung: 8 Teile Lösung A und 2 Teile Lösung B, mehrere Monate haltbar
- Saffron du Gatinais: 6 g Saffron du Gatinais in 100 ml 96%igem EtOH lösen; 48h bei 50°C in
luftdichter Flasche extrahieren (unter Luftabschluss, also wasserfrei haltbar) + lichtempfind-
lich!
- Alkalischer Alkohol: 10 ml Ammoniumhydroxid + 90 ml 96%iger EtOH (oder 180 ml 95%iger
EtOH + 20 ml konz. NH3)
- 5%ige Phosphorwolframsäure
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5. Durchführung
- Paraffinschnitte in Trägerkorb mit Metallhenkel einordnen und für 1 h in den Wärmeschrank
stellen (Paraffin muss vollständig geschmolzen sein!)
- direkt in Xylol I überführen
Beachten: Ab hier darf der Schnitt nicht mehr trockenfallen!
Zeitablauf [min] Lösung Ziel/ Bemerkung
10 Xylol I absteigende Reihe: Entparaffinieren
10 Xylol II
2 EtOH 96% I
2 EtOH 96% II
2 EtOH 70%
2 EtOH 50%
VE-H2O schwenken, bis keine Turbulenzen mehr
10 1% Alcianblau 8GX Färbung von negativ geladenen sulfatier-
ten Proteoglykanen
5 VE-H2O Spülen
60 alkalischer Alkohol Fixierung von Alcianblau
5 VE-H2O Spülen unter fließendem Wasser
10 Eisenhämatoxylin Färbung der Zellkerne
1 VE-H2O Spülen unter fließendem Wasser
15 Leitungswasser Wässern
30 Brillant Crocein Säure-
fuchsin






5 0,5% Essigsäure Spülen, bewegen
2x5 EtOH 100% Spülen
60 Saffron du Gatinais Färbung von mineralisiertem Knorpelge-
webe
2x4 EtOH 96% Entwässern
5 Xylol Aufhellen
- Objektträger mit Hilfe einer Pinzette aus dem Xylol entnehmen
- mit Entellan und einem Deckglas luftblasenfrei eindecken
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- über Nacht unter dem Abzug trocknen lassen, dabei darauf achten, dass die Objektträger
waagerecht positioniert werden, um ein Verrutschen der Deckgläser zu verhindern.
6. Ergebnis
Die Pentachrom Färbung nach Movat eignet sich als Übersichtsfärbung, um zwischen proteoglykan-
und glykosaminoglykanreiches Gewebe als auch elastische Fasern zu unterscheiden. So erscheint
Knochengewebe leuchtend gelb (Saffron du Gatinais), nicht mineralisierter Knorpel in blau-
grün (Saffron du Gatinais), Bindegewebe stellt sich in dieser Färbung grün rötlich (Brilliant
Crocein-Säurefuchsin) dar und Zellkerne blauschwarz (Eisenhämatoxylin).
4.9.9 Immunhistologische Färbung
Bei der Immunhistochemie handelt es sich allgemein um eine Methode, bei der Proteine durch
die Zugabe von Antikörpern eingefärbt und sichtbar gemacht werden. Dadurch lässt sich eine
genaue Lokalisation des Proteins vornehmen. Bei der Hämatoxylinfärbung wird mit Hämalaun
eine Kernfärbung als Kontrastfärbung eingebracht. Die Färbung zeigt hier zart-blaue Kerne.
1. Materialien













- 0,05 M TBS-Waschpuffer
- absteigende Alkoholreihe zum Entparaffinieren
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- zur Vorbehandlung von Gewebeschnitten: Citratpuffer pH 6, Thermo EDTA-Puffer (pH 8)
bzw. TEC-Puffer pH 7,8 oder Enzym
- 3% H2O2 (immer frisch ansetzen und dunkel aufbewahren)
- Antikörper-Verdünnungslösung: PBS- + 5% BSA (steril filtrieren nach dem Ansatz)
- Hämalaun
- aufsteigende Alkoholreihe zum Dehydrieren
- organisches Endeckmittel Entellan
- Blocklösung: 1% FISH Skin (0,1 g), 0,3% Triton X (30 µl), 1% BSA (0,1 g) in PBS- (9970 µl)
Detektionssystem:
EnVision System:
sekundäre Anti-Maus IgG und Anti-Kaninchen IgG mit Meerrettichperoxidase konjugiertes Po-
lymer gegen Maus- und Kaninchen-AK
Substrat-Chromogen:
AEC+ Substratchromogen (3-Amino-9-Ethylkarbazol)
Alle Chromogene sind licht- und stark temperaturempfindlich und sollten nur so kurz wie
möglich auf Zimmertemperatur gebracht werden!
4. Durchführung
Paraffinschnitte müssen entparaffiniert und eine Demaskierung der Epitope durchgeführt wer-
den. Werden Zellen auf Chamber Slides oder Cytospots gefärbt, kann nach dem überführen in
Waschpuffer sofort mit dem Schritt Überschichten mit dem Antikörper begonnen werden.
Vorbereitung der Schnitte:
- Paraffinschnitte im Beschriftungsfeld mit Kürzel für zu färbenden Antikörper (AK) versehen
- Isotypkontrolle nicht vergessen und ggf. Nativ-Gewebeschnitt als Positivkontrolle!
- schlecht haftende Schnitte ü.N. bei 38°C im Wärmeschrank lagern müssen dann nicht mehr
in 60°C Wärmeschrank
- in Trägerkorb mit Metallhenkel einordnen und für 1h in den Wärmeschrank (60°C) stellen
(Paraffin sollte geschmolzen sein!)
- direkt in Xylol I überführen
Beachten: Ab hier darf der Schnitt nicht mehr trockenfallen!
Zeitablauf [min] Lösung Ziel/ Bemerkung
10 Xylol I absteigende Reihe: Entparaffinieren
10 Xylol II
2 EtOH 96% I
2 EtOH 96% II




Demaskierung der Epitope (hitzeinduzierte Epitopmaskierung):
- Thermo EDTA-Puffer (pH 8) 1:100 mit VE-Wasser verdünnen bzw. Citratpuffer (pH 6) 1:10
mit VE-Wasser verdünnen oder TEC-Puffer (pH 7,8)
- Demaskierung der Schnitte (100°C vorgewärmt)
- in VE Wasser überführen und mit Fettstift umranden danach in Waschpuffer geben
Demaskierung der Epitope (enzymatische Demaskierung mit Enzymen):
- Schnitte mit Fettstift bzw. Diamantstift umranden
- Enzym auftauen und 50-100 μl auf den Schnitt pipettieren
- Inkubation bei RT
- Waschen mit Waschpuffer
IHC-Vorbereitung
- Herstellung der AK-Verdünnung mit Antikörper-Verdünnungslösung:
- Negativkontrolle: mit IgG, Proteinkonzentration auf gleiche Konzentration wie die des Pri-
märantikörpers einstellen
- Ist die AK-Konzentration unbekannt, erfolgt die Negativkontrolle nur mit der AK-Verdünnungslösung
Blockieren der zelleigenen Peroxidase
(optional, wichtig für Zellen, die endogene Peroxidase besitzen, z.B. Zellen aus dem Blut/Kno-
chenmark):
- mit 3% H2O2, 50-100 μl pro Schnitt/Kammer/Spot, 10 min
- Waschen mit Waschpuffer für 5 min
- Evtl. Blocklösung bei Bedarf z.B. Hintergrund
- Überschichten mit 50-100 μl primären Antikörper bzw. IgG-Kontrolle in entsprechender Ver-
dünnung
- Inkubation bei RT für 60 min
- AK-Lösung bzw. IgG-Kontrolle abtropfen
- 3x Waschen mit Waschpuffer
Ab hier im Dunkeln weiterarbeiten!
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- Überschichten der Zellen mit 1-2 Tropfen Polymer-Enhancer
- Inkubation bei RT für 10 min
- 3x Waschen mit Waschpuffer je 5 min
- Überschichten der Zellen mit 1-2 Tropfen HRP-Polymer
- Inkubation bei RT für 20 min
- 3x Waschen mit Waschpuffer je 5 min
- Überschichten der Zellen mit AEC Lösung (Lösung ist 1 Woche haltbar)
- Inkubation für 5-7 min
- in Waschpuffer überführen
- Gegenfärbung mit Hämalaun 30-45 sec
- Bläuen in Leitungswasser 60-90 sec
- Überführen in VE Wasser
Zeitablauf [min] Lösung Ziel/ Bemerkung






- Eindecken mit organischem Eindeckmittel (Entellan)
- ü.N. trocknen lassen
4.10 Molekularbiologie
4.10.1 Isolation von RNA
1. Materialien
- RNeasy MinElute Cleanup Kit (Qiagen, 74204)
- Säulchen werden bei 4°C aufbewahrt (Qiagen, im Kit)
- Collection tubes (Qiagen, im Kit)
- Stahlkugeln von Qiagen
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- Filterspitzen für RNA (ausschließlich diese benutzen!)
- Reaktionsgefäße: 2 ml und 1 ml








- Eppendorfpipetten für RNA
- Vortex für RNA
- Tecan infinite M200: Nano Quant
3. Lösungen
- RNase Exitus Plus
- Qiazol Reagenz bei RT (sehr giftig, nur unter dem Abzug arbeiten!)
- Chloroform bei RT (giftig, nur unter dem Abzug arbeiten!)
- 70% und 80% Ethanol (selbst ansetzen, mit RNasefreiem H2Odd und EtOH absolut)
- RPE Waschpuffer (Qiagen, im Kit)
- RNasefreies H2O (Qiagen, im Kit)
4. Vorbereitung
- Stahlkugeln im Becherglas backen, um RNasen zu zerstören (kein autoklavieren!)
- Reaktionsgefäße wie folgt auffüllen: Direkt aus der Verpackung in ein zuvor gebackenes
Becherglas schütten
- Arbeitsfläche und Pipettenabwurf mit RNase Exitus Plus reinigen
- Nur beim Öffnen eines neuen RPE Puffers: EtOH absolut zugeben, wieviel steht auf dem
Fläschchen
Wichtig:
- Ausschließlich unter dem Abzug arbeiten!
- Ausschließlich mit Handschuhen arbeiten und sämtliche Arbeitsflächen, Materialien, Geräte
nur mit Handschuhen anfassen (Gefahr der RNaseverschleppung!)
- Strenge Arbeitsplatztrennung von DNA und RNA, das gilt auch für alle Geräte und alle
Materialien!
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- Ausschließlich Pipettierhilfen für RNA und Filterspitzen für RNA benutzen!
- Jeglicher fester Abfall, der mit Qiazol in Berührung kam, muss zunächst unter dem Abzug
ausdampfen (z. B. über Nacht) bevor man ihn draußen in den Autoklavenbeutel entsorgt.
- Flüssiger Abfall der mit Qiazol in Berührung kam, muss extra gesammelt und entsorgt werden:
im Bioreaktorraum, Kanister für halogenhaltige Lösungen
- Am Ende Stahlkugeln mit destilliertem Wasser mehrfach waschen, bis Qiazolreste entfernt
sind, zum Backen vorbereiten
5. Durchführung
- Gewebe abwiegen und in einem Isolierungsansatz maximal 100 mg einsetzen. Vorzugsweise
mit Skalpell in einer Petrischale zerkleinern, besonders bei elastischem bzw. knorpeligem Ge-
webe.
Grundsatz: 1 ml Qiazol Lysis Reagenz pro 100 mg Gewebe
- Jeweils in ein 2 ml Reaktionsgefäß eine (steril gebackene!) Stahlkugel vorlegen
- Gewebe bzw. Gewebestücke in das 2 ml Reaktionsgefäß mit Stahlkugel überführen
- Zunächst 600 μl Qiazol Reagenz (unter dem Abzug!) zum Gewebe hinzufügen (bei insgesamt
1 ml Qiazol Lysis Reagenz und 100 mg Gewebe).
- 2 ml Reaktionsgefäß (austarieren!) in den Tissue Lyser stellen und 3-5 min bei 50 Hz schüt-
teln lassen.
Sollte das Gewebe nicht gut homogenisiert sein, dann Reaktionsgefäß einmal über Kopf mi-
schen und Schüttelvorgang wiederholen.
- Reaktionsgefäß kurz anzentrifugieren und weitere 400 μl Qiazol Reagenz zugeben
- 200 μl Chloroform in das Reaktionsgefäß hinzufügen und ca. 15 sec vortexen bis die Lösung
milchig aufschäumt
- Reaktionsgefäß 15 min auf Eis stehen lassen
- Währenddessen die Kühlzentrifuge vorkühlen lassen
- Reaktionsgefäß bei 12000 xg für mindestens 15 min bei 4°C zentrifugieren
- Dieser Schritt kann zeitlich ausgedehnt werden
- Vorsichtig die wässrige Phase abnehmen, ohne die Interphase auf zu wirbeln und in ein neues
Reaktionsgefäß überführen.
- 1 Volumen 70% Ethanol zur wässrigen Phase hinzugeben und durch auf- und abpipettieren
vermischen
- Gemisch in ein RNeasy MinElute spin column überführen
Maximal 700 μl passen auf die Säule! Bei größerem Volumen, muss der Rest in einem zweiten
Schritt in die Säule überführt werden.
- Spin column für 1 min bei 8000 xg (10000 rpm) zentrifugieren
- Collection tube verwerfen, Säule in ein neues collection tube hineinstellen
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- 500 μl RPE Puffer in die spin column pipettieren
- Spin column für 1 min bei 8000 xg (10000 rpm) zentrifugieren
- Überstand des collection tubes verwerfen und Säulchen wieder in das gleiche collection tube
zurückstellen
- 500 μl 80% EtOH in die Säule geben und 2 min bei 8000 xg (10000 rpm) zentrifugieren
- Collection tube inklusive Überstand wegwerfen und Säulchen in ein Neues reinstellen
- Säulchendeckel öffnen (vorher Handschuhe wechseln, Kontaminationsgefahr!) und mit ge-
öffnetem Deckel in die Zentrifuge stellen. Deckel nach innen drehen, ausreichend Abstand
zwischen anderen Reaktionsgefäßen lassen und Deckel entgegengesetzt der Zentrifugendreh-
richtung drehen.
- 5 min bei maximaler Geschwindigkeit zentrifugieren.
- Collection tube inklusive Überstand verwerfen und Säule in ein 1,5 ml Reaktionsgefäß stellen
- RNasefreies H2O direkt auf die Membran pipettieren
Volumen hängt von der zu erwartenden Konzentration ab. Auf Nummer sicher geht man mit
20 μl (10 μl sind das Minimum).
- Säulchen im Reaktionsgefäß in die Zentrifuge so stellen, dass der Deckel des Reaktionsge-
fäßes nach innen zeigt, der Deckel der Säule ist geschlossen und mit der Öffnung nach innen
gedreht.
- Zentrifugation bei maximaler Geschwindigkeit für 2 min
- Danach Säulchen verwerfen. Die RNA befindet sich nun im Reaktionsgefäß (= Eluat)
- Reaktionsgefäß auf Eis stellen für weitere Schritte.
- Siehe oben unter Wichtig die Entsorgung und Reinigung nach der RNA Isolation.
6. Bemerkungen
- Durch die Säule hat man einen Verlust von 2 μl beim Eluieren
- Direkt im Anschluss kann die cDNA Synthese durchgeführt werden
- RNA wir bei -80°C gelagert.
- Mit dem Nano Drop kann die Konzentration gemessen werden:
Messwellenlänge: 260 und 280 nm Ratio sollte bei 2,0 liegen Einsatzvolumen: 2 μl
- Zusätzlich kann die RNA mit dem Experion qualitativ und auch quantitativ gemessen wer-
den.
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4.10.2 cDNA-Synthese
1. Materialien
- Styroporbehälter mit Eis
- Filterspitzen für RNA
- Kleine Reaktionsgefäße (0,2 ml)
- Ständer für RNA
2. Geräte







- RNA zur Transkription (0,5–1 μg)
- RNase-freies Wasser
- Random Hexamere
- Reaction Buffer 5x
- dNTPs 10 mM
- Reverse Transkriptase 200 U/ μl
Achtung:
- Mit Handschuhen arbeiten, Reagenzien und Gebrauchsmaterial nicht ohne Handschuhe an-
fassen!
- Reverse Transkriptase erst kurz vor Gebrauch aus dem Kühlblock entnehmen!
- Eine Negativkontrolle (statt RNA nimmt man Wasser) mitmachen
4. Durchführung
- Benötigte Lösungen auf Eis auftauen lassen und auf Eis pipettieren
- Am RNA Arbeitsplatz die RNA mit RNase freiem Wasser so verdünnen, dass 0,5-1 μg (mög-
lichst einheitlich für alle Proben) in 11 μl erreicht werden
- Zu den 11 μl je Probe 1 μl Random Hexamere hinzu pipettieren, Probe kurz mischen und
zentrifugieren (Endvolumen je Probe 12 μl)
- Die Probe folgendermaßen weiter behandeln: Wahlweise im Thermocycler bzw. Thermoblock
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- 5 min bei 70°C
- 5 min auf 4°C
- danach kurz abzentrifugieren
- Während der Inkubationen den Mastermix ansetzen, Reverse Transkriptase erst kurz vor Ab-
lauf hinzugeben!
- Allgemeiner Ansatz für 8 μl Mastermix: (siehe Bemerkungen)
4 μl Reaktion Buffer 5x
1 μl dNTPs 10 mM
2,75 μl RNase freies Wasser
0,25 μl Reverse Transkriptase (200 U/ μl)
- jeweils 8 μl vom Mastermix zu je einer RNA Probe zugeben (Endvolumen: 20 μl)
- Gesamtansatz danach im Thermocycler wie folgt behandeln:
10 min bei 25°C
60 min bei 42°C
10 min bei 72°C
- cDNA danach kurz abzentrifugieren und entweder weiter bearbeiten (siehe Protokoll konven-
tionelle PCR) oder bei –20°C wegfrieren
cDNA nach Möglichkeit nicht länger als 2 Wochen lagern!
5. Bemerkungen
- Zu Beginn: Arbeitsfläche mit RNase Exitus Plus reinigen (kein Waschethanol verwenden, ist
nicht RNase-frei)
- Beim Ansatz des Mastermixes werden bei bis zu 20 Proben mindestens 1 Ansatz, bei bis zu
30 Proben mindestens 2 Ansätze, usw. dazugerechnet.
- Allgemein ist eine strenge Trennung der beiden Arbeitsplätze für RNA und DNA, sowie von
Gebrauchsmaterial (wie Filterspitzen, Reaktionsgefäße usw.) aber auch Geräten (wie Pipet-
tierhilfe, Zentrifuge, Schüttler usw.) entscheidend für den Erfolg der PCR!
4.10.3 Konventionelle Polymerasekettenreaktion (PCR)
Die Polymerasekettenreaktion (PCR) wurde angewendet, um verschiedene Faktoren der cDNA
zu amplifizieren und beruht, wie die cDNA-Synthese auf dem Einsatz verschiedener Tempera-
turen für die drei Schritte der Reaktion, die aus der Denaturierung, der Anlagerung der Primer
und deren Extension besteht. Zuerst erfolgt die Denaturierung der DNA-Stränge bei einer
Temperatur von 94°C.
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Im folgenden Schritt wird die Temperatur, die abhängig von der Länge und Nukleotid-
Zusammensetzung der Primer ist, gesenkt, um den eingesetzten Primern die Anlagerung an
die Matrizenstränge zu ermöglichen. Als Annäherung für die richtige Temperatur lässt sich
folgende Formel anwenden, allerdings muss die optimale Temperatur für jedes Primerpaar
experimentell festgestellt werden:
Tm = 2 ∗ (A+ T ) + 4 ∗ (G ∗ C) (4.4)
Während der dritten Phase wird die Temperatur schließlich auf die optimale Arbeitstemperatur
der eingesetzten Polymerase angehoben, die dann ausgehend von den Primern die zur Vorlage
komplementären Stränge synthetisiert. Zur PCR wurden in dieser Arbeit standardmäßig Reak-
tionen mit einem Volumen von 30 μl eingesetzt, die von folgender Zusammensetzung waren
3.5. Diese Ansätze folgten in Thermocyclern den in Tabelle 4.13 dargestellten Temperaturen,
um die PCR durchzuführen:
Tabelle 4.13: PCR-Temperaturprotokoll
Temperatur [°C] Dauer [min] Anzahl Durchläufe
1) 94°C 3 1x
2) 94°C 30 30 bis 35x
3) primerspezifische Anlagerungstemperatur 1 30 bis 35x
4) 72°C 1 30 bis 35x
5) 72°C 5 1x
6) 12°C ∞
Nach Beendigung der PCR können die gewonnenen PCR-Amplifikate entweder direkt elektro-
phoretisch aufgetrennt oder bei -20°C gelagert werden.
4.10.4 Agarose-Gelelektrophorese
Die Agarose-Gelelektrophorese (1,5% Agarose-Gel) trennt amplifizierte PCR-Produkte elektro-
phoretisch auf und beruht auf der bei angelegter Spannung entstehenden Abstoßung der durch
ihre Phosphatgruppen negativ geladenen Nukleinsäuren von der Kathode und die daraus resul-
tierende Bewegung Richtung Anode. Aufgeschmolzene Agarose bildet aus ihren ursprünglich
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linear angeordneten Molekülen Helices, die ein Netzwerk mit Poren der Größe 100 bis 300 nm
Durchmesser, abhängig von der Agarosekonzentration, formen. Kurze Nukleinsäuren bewegen
sich daher schneller durch das Gel als längere und ermöglichen so die räumliche Auftrennung
entsprechend ihrer Größe.
Die Gele wurden in 1x TAE-Puffer aufbereitet und je nach Gelvolumen (50 bzw. 120 ml) mit 4
bzw. 7 μl Ethidumbromid, das zur Lokalisierung von DNA und RNA in Agarosegelen eingesetzt
wird, versetzt. Einzelne Ethidiumbromid-Moleküle interkalieren zwischen die Basen von DNA
und RNA und ändern dabei ihre Anregungsspektren, sodass dessen Fluoreszenz (590 nm) bei
einer Anregung mit UV-Licht stark erhöht wird. Bereiche im Gel mit DNA erscheinen so in-
tensiv leuchtend.
Die Taschen der Gele wurden jeweils mit 12 μl der jeweiligen PCR-Amplifikate beladen. Für
jedes Gel wurde ein DNA-Größenmarker verwendet, der DNA-Fragmente definierter Größe von
100 bis 3.000 Basenpaaren enthält, die im Verlauf der Elektrophorese ebenfalls aufgetrennt

















Kapitel 4 Methoden 109
3. Chemikalien
- 2,87 g Natriumacetat
- 0,394 g L-Cysteinhydrochlorid
- 4,653 g EDTA-Na2-Salz x 2 H2O
4. Lösungen
- 350 ml VE-Wasser
- 5 M NaOH
- PBS-
- Papain Enzym (0,56 U/ml)
5. Durchführung
350 ml Papain-Verdau-Puffer, pH 6 bei RT:
- 100 ml VE-Wasser im Messkolben vorlegen, Magnetrührstäbchen vorsichtig zugeben, Mess-
kolben auf den Magnetrührer stellen
- eingewogene Chemikalien der Reihe nach über den Pulvertrichter in den Messkolben geben,
rühren
- Chemikalienreste aus Trichter mit weiteren 100 ml VE-Wasser im Messkolben spülen
- Messkolben mit Stopfen verschließen, bis zum vollständigen Lösen rühren lassen
- pH-Elektrode mit VE-Wasser abspülen, so in den Messkolben hängen, dass die Messstelle
sich knapp unterhalb des Flüssigkeitsspiegels befindet
- pH-Wert des Puffers durch (langsame) Zugabe von 5 M NaOH-Lösung auf 6 einstellen
- Messkolben vom Magnetrührer nehmen, Magnetrührstäbchen mit Magnetstab entfernen
- mit VE-Wasser auf 350 ml auffüllen
- Messkolben mit Stopfen verschließen, 2-3x umschwenken, um vollständig zu durchmischen
- Lagerung bei RT
Papain-Verdau:
- Zellkulturmedium absaugen und die Proben mit PBS- spülen
- Proben (Gele, Matrices, BioVaSc®) ca. 3h in -80°C einfrieren
- Anschließend in Lyophilisator geben und über Nacht trocknen lassen
- Papain-Verdau-Puffer mit 1% Papain Enzym versetzen
- Getrocknete Proben in 2 ml Reaktionsgefäß geben und mit 1 ml Papain-Verdaulösung bede-
cken
- Über Nacht bei 60°C inkubieren
- Proben entweder im -20°C sammeln oder gleich vermessen mit GAG bzw. DNA Kit
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4.12 DNA Gehaltsbestimmung
1. Materialien









- Quant-iTTM PicoGreen® dsDNA Reagenz
- TE-Puffer 20x
- Lambda DNA Stammlösung (100 μg/ml)
4. Durchführung (Beachte die Anmerkungen!)
Vorbereitung:
Lösung Benötigte Lösungen Verdünnung
1 TE Puffer 20x 1:20 mit H2Odd
2 High-Range Lambda-DNA Lösung (4 μg/2 ml) Stan-
dardkurve (1 μg/ ml–1 ng/ml)
1:50 mit TE Puffer 1x
Quant-iTTM PicoGreen® dsDNA Reagenz auf RT bringen und zu einem späteren Zeitpunkt
verdünnen. Lichtgeschützt aufbewahren!
Standardansatz:
Stocklösung High-Range (1 μg/ml–1 ng/ml) wie folgt ansetzen:
32 μl Lambda DNA Stammlösung (= 100 μg/ml) + 1568 μl TE Puffer 1x = 2000 μl Lambda
DNA Standard (= 4 μg/2 ml)









1 1000 2000 μl DNA-Stocklösung 0 1600
2 800 1600 (von Standard 1) 400 2000
3 600 1500 (von Standard 2) 500 2000
4 500 1600 (von Standard 3) 333 2000
5 400 1667 (von Standard 4) 400 2000
6 300 1600 (von Standard 5) 500 2000
7 200 1500 (von Standard 6) 667 2000
8 100 1333 (von Standard 7) 1000 2000
9 10 1000 (von Standard 8) 1800 2000
10 1 200 (von Standard 9) 1800 2000
11 Blank 300
Ablauf:
Die angegebenen Standards besitzen noch nicht ihre endgültige Konzentration. Erst nach Zuga-
be des Quant-iTTM PicoGreen® erhält man die Endkonzentrationen; Das Mischungsverhältnis
beträgt 1:2
- Verdünnung der Proben (muss vorher ausgetestet werden!)
- jeweils 100 μl Standard, Blank, Probe (in Duplikaten) in eine 96-Well Platte (schwarz) pi-
pettieren
- Belegung notieren
Benötigte Lösungen Verdünnung Pro Well
Quant-iTTM PicoGreen® ds DNA Reagenz 1:200 mit TE Puffer 1x 100 μl
- je Well 100 μl PicoGreen® Reagenz hinzufügen
- mischen und 2 bis 5 min inkubieren (lichtgeschützt)
- Fluoreszenz messen (Anregung bei 480 nm, Emission bei 525 nm)
- ds DNA-Konzentration der Proben anhand der Standardkurve berechnen, dazu vorher von
allen Messwerten den Leerwert subtrahieren und Mittelwerte der Duplikate bilden.
5. Bemerkungen
- Alle Standards und Proben werden in Duplikaten und durch serielles Verdünnen angesetzt.
- Quant-iTTM PicoGreen® dsDNA Reagenz lichtgeschützt aufbewahren. - Verdünnung des
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Quant-iTTM PicoGreen® ds DNA Reagenzes in einem Kunststoffbehältnis, da es an Glasober-
flächen adsorbieren kann.
- Die ds DNA-Konzentrationen der Proben müssen innerhalb der Standardkurve liegen. Falls
dies nicht der Fall ist, müssen die Proben vorher verdünnt werden.
- Um Photobleaching-Effekte zu vermeiden sollte Dauer der Fluoreszenzmessung für alle Pro-













aus Kit (BlyscanTM Sulfated Glycosaminoglycan Assay):




- Alle Standards und Proben werden in Duplikaten gemessen
- Zentrifugenröhrchen beschriften
- Standards:
STERIL ansetzen: Angaben jeweils für Doppeltbestimmung
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Std GAG [μg] Standard [μl] Reinstwasser [μl] Gesamtvolumen [μl]
Blank 0 0 100 100
1 1 10 90 100
2 2 20 80 100
3 3 30 70 100
4 4 40 60 100
5 5 50 50 100
- Proben:
- Nach dem Papain-Verdau der Proben, diese zentrifugieren (10000 rpm, 10 min) und zwischen
10 und 100 μl vom Überstand verwenden
- mit Papain-Verdau Puffer auf 100 μl auffüllen
- Blanks sind 100 μl Papain-Verdau Puffer
(Wenn kein Vorwissen über den GAG-Gehalt der Proben besteht, sind 50 μl der Probe als
Probelauf empfohlen. Die Probe darf nicht mehr als 5 μg GAG enthalten.)
- 1 ml Dye Reagenz zu jedem Zentrifugenröhrchen (Proben, Standards und Blanks) geben und
mischen durch invertieren
- 30 min auf Schüttler stellen
- Zentrifugieren, 10 min bei 12000 rpm
- Überstand VORSICHTIG abgießen und verwerfen. Hängen gebliebene Tropfen durch VOR-
SICHTIGES Klopfen auf Papiertuch entfernen
- 0,5 ml Dissociation Reagenz in jedes Zentrifugenröhrchen zugeben
- Vortexen, 10 min stehen lassen (Gebundener Farbstoff muss vollständig gelöst sein! NICHT
länger als 2h stehen lassen!!!)
- 200 μl von jedem Leerwert, Standard, Probe (in Duplikaten) auf eine 96-Well Platte auftra-
gen
- Belegung notieren
- Extinktion bei 656 nm messen, Tecan Sunrise
- S-Glycosaminoglycan-Konzentration mit Hilfe der Standard-Kurve ermitteln. Dazu vorher
von allen Messwerten den Leerwert subtrahieren und Mittelwerte der Duplikate bilden.
- Duplikate sollten +/- 5% um ihren Mittelwert liegen
5. Bemerkungen
- Liegt die Extinktion einer Probe am oberen Ende der Standard-Kurve, sollte die Probe 10fach
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verdünnt und die Messung wiederholt werden
- Die Farbstoff-Konzentration reicht nicht für mehr als 5 μg GAG-Moleküle pro Probe.
4.14 Konstruktion eines gewebespezifischen
Bioreaktors
Die Umsetzung der Kenntnisse, den Zellcharakter von Chondrozyten in vitro zu erhalten oder
die chondrogene Differenzierung von Stammzellen zu beeinflussen, erfordert die Konstruktion
eines gewebespezifischen Bioreaktors. Dieses System muss Rahmenbedingungen aufrechterhal-
ten, die zum Erhalt der Vitalität und Funktionalität der Zellen beitragen. Neben dem Aufbau
eines vaskularisierten 3D Meniskuskonstrukts, sowie die Etablierung einer Trägermatrix zur An-
regung der Stammzelldifferenzierung erfolgt innerhalb der vorliegenden Arbeit parallel dazu die
Entwicklung und Konstruktion eines geeigneten Bioreaktorsystems für das Tissue Engineering
von vaskularisiertem Knorpelgewebe. Dieses Kapitel stellt anhand einer gewebespezifischen
Bioreaktoranwendung zusammenfassend die Arbeiten auf dem Gebiet der Reaktorentwicklung
dar.
Zur Kultivierung von 3D Konstrukten in vitro gewinnt der Bioreaktor im Tissue Engineering
zunehmend an Bedeutung. Mit dem Aufbau großer 3D Gewebekonstrukte, der Ko-Kultivierung
unterschiedlicher Zelltypen und dem wachsendem Wissen über die vom Reaktor zu liefernden
Signale auf Zelldifferenzierung steigt auch die Komplexität der Bioreaktorsysteme. Gleichzeitig
müssen die Bioreaktoren im Laboralltag, sowie beispielsweise hinsichtlich der Verwendung bei
Substanz-Screenings gut handhabbar sein (Hansmann, 2010). An dem hier vorgestellten Pro-
zess, der Entwicklung eines Bioreaktors zum Aufbau von vaskularisierten 3D Geweben, lässt
sich das Entstehen solch eines Systems und die Bedeutung dieser Technologie für das Tissue
Engineering beispielhaft zeigen. Zudem werden auch die einzuhaltenden Anforderungen und
deren Auswirkungen auf den Aufbau deutlich. Dabei kann am gezeigten Beispiel der komplette
Vorgang von der Planung und der Konstruktion bis hin zur Fertigung nachverfolgt werden.
Mit Hilfe des Konstruktionsprogramms SolidWorks wird zunächst ein 3D Bioreaktormodell
konstruiert, dabei erfolgt die Konstruktion einer Bauteilgruppe, die aus einzelnen Bauteilen
besteht. Anschließend werden Konstruktionszeichnungen der benötigten Bauteile angefertigt,
um diese von einer Werkstatt (GT-Labortechnik, Würzburg (D)) fertigen lassen zu können.
Nachfolgende Tabelle zeigt die Stückliste der Bauteile, aus denen das Bioreaktorsystem be-
steht.
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1 1 Magnetadapter 1 Magnetischer
Werkstoff, Ferrit
2 1 Welle 2 V4A
3 1 Hülle 3 PEEK
4 1 Verfahrtisch unten 4 PEEK
5 1 Verfahrtisch oben BioVaSc® 5 PEEK
6 1 Frontplatte 6 PC
7 1 Mörser 7 PEEK
8 1 Stempel 8 V4A
Eine Skizze des Bioreaktormodells im Zusammenbau mit allen Bauteilen ist in Abbildung 4.6
dargestellt. Die Bauteile sind mit ihrer Sachnummer nummeriert.
Abbildung 4.6: Skizze des Bioreaktormodells mit allen Bauteilen als Zusammenbau
dargestellt.
Bioreaktoren, die ihren Einsatz in der Zellkultur finden, müssen ein abgeschlossenes und fluid-
dichtes System sein, wobei ein steriler Gasaustausch, der über einen Luftfilter zum Abhalten
von Keimen realisiert werden kann, lebensnotwendig ist. Eine weitere Anforderung von Biore-
aktorsystemen ist die unabdingbare Möglichkeit des Flüssigkeitsaustauschs. Zellen benötigen
für ihr Wachstum Nährstoffe, die sie in vitro aus Zellkulturmedien entnehmen, in denen sie
kultiviert werden. Jedoch findet auch die Abgabe von Stoffwechselprodukten und Abfallstoffen
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der Zellen in das Medium statt. Ebenso Wachstumsfaktoren in Differenzierungsmedien sind
nicht langzeitstabil und müssen frisch zum Erhalt der Zelldifferenzierung ins Medium zugege-
ben werden. Eine weitere Anforderung auf Grund der Kosten ist, das Volumen des benötigen
Mediums im System möglichst gering zu halten. Es wird weiter darauf geachtet, dass das zu
entwickelnde System in den bereits bestehenden Inkubatorschrank integriert werden kann und
somit die Außenmaße festgelegt sind. Der Inkubatorschrank ist mit einer Rollerpumpe sowie
mit einem Drucksensor ausgestattet, an diesen das System angeschlossen werden soll. Die Um-
gebungsbedingungen in diesem Schrank betragen 37°C und 5% CO2. Dementsprechend erfolgt
die Auswahl der Materialien, aus welchem der Bioreaktor gefertigt wird. Dabei ist zu beach-
ten, dass sie rostfrei und für die vorher genannten Umgebungsbedingungen ausgelegt sind. Die
Materialien im Innenraum haben zusätzlich den Anspruch, autoklavierbar und biokompartibel
zu sein, da sie mit biologischem Zell- und Biomaterial in Kontakt treten. Die Sterilisation
des Reaktors erfolgt mittels Dampf, wobei das Autoklavieren im Vergleich zur γ-Sterilisation
oder Ethylenoxid-Begasung (EO) eine einfache und unbedenkliche Methode darstellt, Mate-
rialien von Keimen zu befreien. Jedoch erfordert diese Methode eine Temperaturbeständigkeit
der verwendeten Materialien bis 121°C und es muss auf geeignete Materialpaarungen geach-
tet werden, um eine Beschädigung durch Wärmeausdehnungen zu vermeiden. Ein Verhindern
der Beeinträchtigung der Versuchsergebnisse durch die Schädigung der zellbesiedelten Kon-
strukte, hervorgerufen durch das Reaktormaterial, setzt die Biokompatibilität des Materials
voraus. Kunststoffe wie Polyvinylidenfluorid (PVDF) und Polyetheretherketon (PEEK), sowie
ein nichtrostender V4A Edelstahl dienen als Werkstoffe zum Aufbau des Bioreaktorsystems.
Für die Fertigung durchsichtiger Bauteile, wie beispielsweise die Frontplatte wird Polycarbonat
(PC) eingesetzt. Zum Verbinden der Reaktorteile und für den Anschluss an die Rollerpum-
pen werden Silikonschläuche verwendet. Ein dichtes Verschließen von Anschlüssen wird durch
Teflon- oder Silikondichtungen realisiert. Eine weiterer Anspruch an das System ist die ein-
fache Handhabung, was zur Vermeidung von Kontaminationen beiträgt. Diese beinhaltet das
unkomplizierte Öffnen des Bioreaktors und Entnehmen von Proben und der Zusammenbau
aus wenigen handhabbaren Teilen. Das Lastenheft des gewebespezifischen Bioreaktors sieht
wie folgt aus:
1. Abgeschlossenes System
2. Sicherstellung der Sterilität während des Gewebeaufbaus
3. nicht luftdicht, Gasaustausch
4. fluiddicht
5. Flüssigkeitsaustausch/Medienwechsel während des Betriebs muss möglich sein
6. Optional : Medienwechsel automatisierbar gestalten
7. Optional : Wachstumsfaktoren im Medium automatisiert zugeben ins Medium
8. Geringes zu verwendendes Medienvolumen
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9. Ausgelegt für Inkubatorschrankatmosphäre (37°C, 5% CO2)
10. Maximale Außenmaße
- im Brutschrank 250x150x500 mm (BxHxT)
- im Inkubatorschrank 300x250x400 mm (BxHxT)
11. Materialien
- Innenraum (Kontaktraum mit Zellen/Konstrukt) mit Welle:
lebensmittelecht, biokompatibel, autoklavierbar, UV-undurchlässig
- Außenraum: rostfrei, sprühsterilisierbar, ausgelegt für 37°C und 5% CO2
12. Modularer Aufbau
- abkoppelbarer sterilisierbarer Innenraum mit Konstrukthalterung
- Außenraum mit Steuerungen
- Aufbau durch modulare Konstrukthalterungen erweiterbar
13. Es soll ein Konstrukt im Reaktor belastet werden (Optional : mehrere Konstrukte)
- Steuer- und regelbare Druckkraft (vergleichbare Werte mit in vivo Situation)
- Steuer- und regelbare Scherkraft (vergleichbare Werte mit in vivo Situation)
14. Sicherstellung eines pulsatilen Flussprofils
- Anschluss an den arteriellen Zugang
- Druck von 120/80 mmHg innerhalb der Gefäßstrukturen
Neben den zellkulturbedingten und grundlegenden Voraussetzungen wie Autoklavierbarkeit,
Biokompatibilität und die einfache Handhabung der Anlage, existieren für die Entwicklung des
Bioreaktors zwei weitere anwendungsbedingte Anforderungen für die Kultivierung von vasku-
larisiertem Meniskusgewebe. So zum einen die Kultivierung von zellbeladenen Biomaterialien
unter definierten Druck- und Scherkräften. Hierbei ist das 3D Biomaterial mit einem Zelltyp
besiedelt. Neben diesem einfachen Aufbau muss das Konstrukt mit mehreren Zelltypen auf-
gebaut werden, um ein vaskularisiertes System zu erhalten. Dabei ist die Gewährleistung des
pulsatilen Flusses für die Endothelzellen von wichtiger Bedeutung. Dies bedingt den Anschluss
eines getrennten Perfusionsweges an den arteriellen Zugang des Gefäßsystems.
Neben dem Einsatz der mit Hydrogel gefüllten BioVaSc®-Matrix, soll der Bioreaktor auch
für andere Trägerstrukturen eingesetzt werden können. Im Rahmen dieser Arbeit verwendete
Konstruktbeispiele mit unterschiedlichen Geometrien, Formen und Größen sind die beiden Fol-
genden:
- Eine mit Hydrogel gefüllte BioVaSc®: mondförmig, Halbkreis mit ca. 60 mm Durchmesser,
20 mm Stärke und 10 mm Höhe
- Kollagen Typ I Hydrogel: 2 ml Volumen, 10x5x20 mm (BxHxT)
Im Kniegelenk herrschen Druck-, Zug- und Scherkräfte neben Roll-/ Gleitbewegungen auf den
Meniskus, die im zu entwickelnden Bioreaktor integriert und auf das in vitro aufgebaute 3D
Konstrukt in Mono- und Ko-Kultur übertragen werden sollen. Dazu wird ein modular aus-
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tauschbares Bauteil, der obere Verfahrtisch bzw. Probentisch geplant. Ein Probentisch wird
für die Kultivierung der zellbesiedelten Biomaterialien mit nur einem Zelltyp verwendet. Ein
zweiter spezifischer Probentisch wird konstruiert, dessen Verwendung für die Kultivierung des
3D Ko-Kulturmodells, welches die BioVaSc® integriert, erfolgt. Der jeweilige Probentisch sitzt
auf einem unteren Verfahrtisch auf, der wiederum an einen Stempel aufgeschraubt ist. Dieser
ist mit einer Dichtung nach außen abgedichtet, und wird von einem Kompaktzylinder, der im
Außenraum unterhalb des mechanischen Bioreaktorsystems angebracht ist über ein pneumati-
sches System angetrieben. Ein Mörser, der an einer Welle über dem Probentisch befestigt ist,
übt durch eine alternierende Roll-/ Gleitbewegung von etwa 30° eine Scherung auf das Bioma-
terial bzw. Konstrukt aus, wodurch die Bewegung des Kniegelenks sowie die Kraftübertragung
auf die Menisken nachgeahmt wird. Der Antrieb der Welle wird außerhalb der Kulturkammer,
über die Ankopplung an die Rollerpumpe mit Hilfe eines Magnetadapter realisiert. Die Ein-
gabe der alternierenden Bewegungen erfolgt über die programmierbare mikroprozessorbasierte
Steuerung der Pumpen. Die Kulturkammer, auch Hülle genannt, stellt den sterilen Innenraum
des Bioreaktors dar, in diesem die Proben kultiviert werden. Folglich ist die Hülle gegen Kul-
turmedium abzudichten. Zur Betrachtung der Bewegungen auf das Kosntrukt von außen, wird
eine durchsichtige Frontplatte gewählt, die den Innenraum abschließt und mit einem O-Ring




5.1 Charakterisierung von nativem Meniskusgewebe
Als Referenz wurde natives Meniskusgewebe (human und porcin) herangezogen und histolo-
gische sowie immunhistologische Analysen durchgeführt. Das native Gewebe wurde fixiert, in
Paraffin eingebettet und anschließend 5 μm dünne Paraffinschnitte angefertigt. Aufgrund der
zonalen Aufteilung des Meniskus, erfolgte zur Übersicht die Aufnahme von vier unterschiedli-
chen Bereichen des Gewebes, die in den Abbildungen 5.1 bis 5.4 zusammengestellt sind. Hierzu
wurden Bereiche aus dem äußersten Drittel aufgenommen, die den Bildern der ersten Zeile ent-
sprechen. Im mittleren Drittel erfolgten jeweils zwei Aufnahmen von oben und unten, die in
der 2. und 3. Zeile zu sehen sind, sowie aus dem innersten Bereich, dazu die Bilder der letzten
Zeile. In den Abbildungen 5.1 und 5.3 sind die Aufnahmen eines humanen nativen Meniskus
zu sehen, in Abbildung 5.2 und 5.4, die eines porcinen. Gefärbt wurden Übersichtsfärbungen
mit HE und Movat-Pentachrom Färbung, die jeweils in der ersten Spalte der Abbildungen
zu sehen sind. Weiter erfolgten immunhistologische Färbungen unterschiedlicher Proteine. In
Abbildung 5.1 und 5.2 sind endothelzellspezifische Marker, wie vWF (B,F,J,N), CD31 (C,G,K)
sowie VEGF (D,H,L,P) zusammengestellt. In Abbildung 5.3 und 5.4 hingegen sind ausgewähl-
te knorpelspezifische Marker dargestellt. Bild (B,G,L,Q) zeigen die Färbungen von Aggrekan,
Bild (C,H,M,R) die von Kol Typ I, (D,I,N,S) die von Kol Typ II und (E,J,O,T) von Kol Typ X.
Die Färbungen der zugehörigen Isotypen zeigten bei allen gefärbten Antikörpern keine positive
Expression (nicht dargestellt).
Die Zellverteilung im Meniskusgewebe, sowohl human als auch porcin, fällt abhängig vom Be-
reich unterschiedlich aus. Im äußersten und inneren Drittel befinden sich mehr Zellen als im
mittleren Drittel, wobei am äußersten Rand Zellen, wie EZ und Bindegewebszellen vorkom-
men, und MZ im mittleren Bereich wenige, hingegen im Inneren mehr im Gewebe vorliegen.
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Die Verteilung der MZ, einzeln oder in kleinen Gruppen in der Matrix zu liegen, ist typisch für
Chondrozyten.
Der vWF ist ein Glykoprotein, welches in Endothelzellen gebildet und in diesen gespeichert
wird. Ebenso ist CD31 ein zellspezifischer Marker für Endothelzellen. Im Meniskus lassen sich
nur im äußersten Drittel VWF und CD31 positive Zellen beobachten, dies ist bedingt dadurch,
dass das Gewebe nur teilvaskularisiert ist. Im mittleren und innersten Drittel des Gewebes
ist keine positive Färbung der beiden Marker festzustellen. Dieses Beobachtungsmuster ist in
beiden Spezies identisch.
Abbildung 5.1: Färbungen eines humanen Meniskusgewebes von unterschiedlichen Berei-
chen. (A-D) stellt den äußersten Bereich dar, (E-H) den oberen Rand des
mittleren Bereichs, (I-L) den unteren Rand des mittleren Bereichs und
(M-P) das innerste Drittel. (A,E,I,M) zeigt die HE Färbung. Eine posi-
tive Färbung von vWF (B,F,J,N) und CD31 (C,G,K) ist ausschließlich
im äußeren Bereich zu finden. VEGF (D,H,L,P) färbt Zellen positiv im
äußersten Bereich und am Rand an.(blau=Gegenfärbung; rot=spezifische
Antikörpermarkierung).
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Anders hingegen ist das Expressionsmuster des Faktors VEGF. Während beim humanen Me-
niskus VEGF positive Zellen im äußeren Bereich und am Rand der Mitte des Gewebes zu
finden sind, sind beim porcinen Meniskus auch Zellen im innersten Bereich gefärbt. VEGF ist
ein wichtiges Signalmolekül, das sowohl in der Vaskulogenese, als auch in der Angiogenese sei-
ne Wirkung entfaltet. Wie der Name bereits impliziert, stimuliert dieser Faktor hauptsächlich
vaskuläres Endothel.
Abbildung 5.2: Färbungen eines porcinen Meniskusgewebes von unterschiedlichen Berei-
chen. (A-D) stellt den äußersten Bereich dar, (E-H) den oberen Rand des
mittleren Bereichs, (I-L) den unteren Rand des mittleren Bereichs und
(M-P) das innerste Drittel. (A,E,I,M) zeigt die HE Färbung. Eine posi-
tive Färbung von vWF (B,F,J,N) und CD31 (C,G,K) ist ausschließlich
im äußeren Bereich zu finden. VEGF (D,H,L,P) färbt Zellen positiv im
äußersten und innersten Bereich sowie am Rand an.(blau=Gegenfärbung;
rot=spezifische Antikörpermarkierung).
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Neben den Färbungen der humanen und porcinen Meniskusgewebe mit endothelzellspezifischen
Markern sind im Folgenden die Färbungen mit knorpelspezifischen Markern zusammengestellt.
In der Pentachrom Färbung stellt sich Bindegewebe rötlich dar, was beim Meniskus ausschließ-
lich im äußeren, vaskularisierten Bereich zu beobachten ist. In diesem Bereich sind, wie schon
bei der HE Färbung zu erkennen war die meisten Zellkerne vorhanden. Am äußeren Rand und
im innersten Bereich des Meniskus können nicht-mineralisierte knorpelige Bereiche, in blau
dargestellt, beobachtet werden. Der mittlere Bereich des Meniskus besteht aus noch nicht
vollständig verknöchertem Geflechtknorpel, in der Pentachrom Färbung sind diese Flächen
gelb angefärbt. Diese Beobachtungen erfolgten im humanen sowie im porcinen Gewebe.
Abbildung 5.3: Färbungen eines humanen Meniskusgewebes von unterschiedlichen Berei-
chen. (A-E) stellt den äußersten Bereich dar, (F-J) den oberen Rand
des mittleren Bereichs, (K-O) den unteren Rand des mittleren Be-
reichs und (P-T) das innerste Drittel. (A,F,K,P) zeigt die Pentachrom
Färbung, (B,G,L,Q) die immunhistologische Färbung von Aggrekan,
(C,H,M,R) von Kol I, (D,I,N,S) von Kol II und (E,J,O,T) die von Kol
X. (blau=Gegenfärbung; rot=spezifische Antikörpermarkierung).
Die immunhistologische Färbung des Markers Aggrekan färbt dieselben knorpeligen Strukturen
an, wie schon die Blaufärbung der Pentachrom Färbung gezeigt hat. Im mittleren und innersten
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Bereich ist eine positive Färbung von Aggrekan zu sehen, sowohl beim humanen als auch beim
porcinen Gewebe, wobei der äußerste Bereich nicht gefärbt ist. Die Färbung von Kol I zeigt eine
deutliche Rotfärbung des ganzen humanen Gewebes, hingegen das porcine Meniskusgewebe
im äußeren Bereich nicht gefärbt ist. Kol II wird am Rand des humanen Meniskus schwach
exprimiert und zeigt beim porcinen Meniskus keinerlei positive Expression. Eine positive Kol X
Expression ist in der Mitte beim humanen Meniskus zu beobachten, während beim porcinen
Gewebe zusätzlich der innere Bereich gefärbt ist.
Abbildung 5.4: Färbungen eines porcinen Meniskusgewebes von unterschiedlichen Berei-
chen. (A-E) stellt den äußersten Bereich dar, (F-J) den oberen Rand
des mittleren Bereichs, (K-O) den unteren Rand des mittleren Be-
reichs und (P-T) das innerste Drittel. (A,F,K,P) zeigt die Pentachrom
Färbung, (B,G,L,Q) die immunhistologische Färbung von Aggrekan,
(C,H,M,R) von Kol I, (D,I,N,S) von Kol II und (E,J,O,T) die von Kol
X.(blau=Gegenfärbung; rot=spezifische Antikörpermarkierung).
Zusammengefasst ist der Meniskus ein sehr dichtes Knorpelmischgewebe, hauptsächlich beste-
hend aus Aggrekan und Kol I und X. Das Vorkommen von Kol II ist sehr gering. Der innerste
Bereich besitzt eine nicht-mineralisierte Knorpelstruktur und im mittleren Drittel weist der
Meniskus eine mineralisierte Knorpelmatrix auf. Das äußere Meniskusdrittel ist vaskularisiert
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und mit Bindegewebe versehen. Zwischen dem humanen und porcinen Gewebe gibt es geringe
Unterscheidungen der Markerexpressionen.
5.2 Aufbau von Ko-Kultursystemen mit Primärzellen
Zu Beginn der Experimente erfolgte die Charakterisierung der isolierten Zelltypen sowie Vorver-
suche, die zwei Zelltypen zunächst auf einer 2D PET Membran und einer 2D kollagenbasierten
Trägermatrix, der CCC zu kultivieren. Die Kultivierung erfolgte dabei statisch in Zellkronen.
5.2.1 Charakterisierung der verwendeten Zelltypen
Nach der erfolgreichen Isolation der Zellen aus dem Gewebe erfolgt die Kultivierung in vitro
in Zellkulturflaschen, an deren Kulturoberfläche sich die primären Zellen adhärieren und Clus-
ter ausbilden. Diese aus teilungsfähigen Zellen bestehenden Cluster vergrößern sich, so dass
schließlich nach 10 bis 14 Tagen ein konfluenter Monolayer entsteht. Humane und porcine
mvEZ adhärieren bereits wenige Stunden nach der Aussaat und setzen ihr Wachstum in klei-
nen Kolonien fort (Abbildung 5.5 (A),(B)). Über die Kultivierungsdauer vergrößern sich die
Kolonien stetig, bis sich eine homogene Zellschicht bildet (Abbildung 5.5 (C),(D)). Morpho-
logisch stellen sich die mvEZ als flache Zellen mit ovalem Zellkern im Zentrum dar, die sich
pflastersteinförmig anordnen. Porcine mvEZ erscheinen dabei etwas kleiner als humane Zellen
und bilden eine dichtere Monolage.
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Abbildung 5.5: Lichtmikroskopische Aufnahmen von humanen und porcinen mvEZ. Zellen
an Tag 2 (A),(B) und Tag 12 (C),(D) nach der Isolation (Passage 0).
Die primären MZ zeigen eine spindelförmige Morphologie auf, die Fibroblasten sehr ähnelt (Ab-
bildung 5.6). Während die mvEZ bei der Isolation aus der Dermis herausgestrichen wurden,
erfolgte bei der Isolation der MZ ein Anverdauen der Meniskusgewebestücke, aus denen es den
Zellen in den ersten Tagen der Kultur gelang, herauszuwachsen und sich an der Kulturoberflä-
che der Flaschen zu adhärieren. Während der ersten Tage in Kultur waren die Zellen zunächst
vereinzelt aufzufinden und ihre Wachstumsgeschwindigkeit gering, die nach ca. einer Woche
zunahm, bis nach 2 Wochen eine 80%ige Konfluenz erreicht war. Es wurde nicht zwischen den
einzelnen Meniskusgewebeschichten unterschieden. Mit fortschreitender Kulturdauer erschie-
nen porcine MZ (Abbildung 5.6 (D)) größer als die humanen MZ und wiesen eine rundlichere
Morphologie auf.
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Abbildung 5.6: Lichtmikroskopische Aufnahmen von humanen und porcinen MZ. Zellen
an Tag 2 (A),(B) und Tag 12 (C),(D) nach der Isolation (Passage 0).
5.2.2 Synthetisches 2D Ko-Kulturmodell auf einer PET
Membran
In Vorversuchen für die Ko-Kulturmodelle wurde zunächst eine synthetische Membran als
Trägerstruktur für die Zellen verwendet. Die Zellen wurden getrennt voneinander auf beiden
Seiten der Membran ausgesät und vor den Färbungen mit einer Trypsinbehandlung von der
Membran abgelöst und als Cytospots auf Objektträger mit Hilfe einer Cytospin-Zentrifuge
aufgetragen. Neben den Ko-Kulturmodellen von hMZ mit hmvEZ erfolgten gleichzeitig Mono-
Kulturen der hMZ als Kontrolle. Die hMZ, die aus den Mono-Kulturansätzen kamen, expri-
mierten stark die Faktoren RunX2, Sox9 und vor allem VEGF. Diese Marker konnten auch in
den Ko-Kulturansätzen der hMZ mit hmvEZ beobachtet werden, jedoch mit einer geringeren
Intensität. Eine Kol X Expression der Zellen konnte sowohl in der Mono- als auch in der Ko-
Kultur nicht nachgewiesen werden. Die Färbungen der Cytospots sind in Abbildung 5.7 (A)
Kapitel 5 Ergebnisse 127
bis (H) gezeigt. Die Isotypkontrollen zeigten keine positive Färbung.
Der Aufbau des 2D Ko-Kulturmodells erfolgte mit zwei biologisch unabhängigen Replikaten,
wobei für beide Spender dasselbe Expressionsmuster beobachtet werden konnte.
Abbildung 5.7: Immunhistochemische Charakterisierung der hMZ auf Cytospots aus Ko-
Kultur mit hmvEZ (A-D) und Mono-Kultur (E-H) auf PET Membra-
nen. Die Isotypkontrollen sind in jeder rechten oberen Bildecke zu sehen.
(blau=Gegenfärbung; braun=spezifische Antikörpermarkierung).
5.2.3 Natürliches 2D Ko-Kulturmodell auf einem
kollagenbasierten Zellträger
Für eine natürlichere Zellumgebung erfolgten weitere 2D Versuche auf einem kollagenbasier-
ten Zellträger, der Collagen Cell Carrier (CCC), auf diesem hMZ mit hmvEZ ko-kultiviert und
hMZ mono-kultiviert wurden. Neben einer unspezifischen Färbung ausgehend der CCC Ma-
trix, wurden keine Kol X positiven Zellen detektiert. Der Transkriptionsfaktor RunX2 war in
beiden Kultursystemen mit vergleichbarer Intensität nachweisbar. Im Ko-Kulturmodell waren
nur wenige Sox9-positive Zellen zu beobachten, während im Mono-Kulturmodell keine Sox9
positiven Zellen nachweisbar waren. VEGF wurde in beiden Kulturen exprimiert, wobei ein
stärkeres Signal in der Mono-Kultur detektierbar war. Die immunhistologischen Färbungen der
besiedelten CCC Matrices sind in Abbildung 5.8 zusammengefasst.
Der Aufbau dieses Ko-Kulturmodells erfolgte ebenfalls mit zwei biologisch unabhängigen Re-
plikaten, wobei für beide Spender dasselbe Expressionsmuster beobachtet werden konnte.
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Abbildung 5.8: Immunhistochemische Charakterisierung der hMZ aus Ko-Kultur mit
hmvEZ (A-D) und Mono-Kultur (E-H) auf CCC Trägermatrices.
Die Isotypkontrollen sind in jeder rechten oberen Bildecke zu sehen.
(blau=Gegenfärbung; braun=spezifische Antikörpermarkierung).
Zusammenfassend sind in Tabelle 5.1 die Expressionen der untersuchten Marker der unter-
schiedlichen experimentellen Systeme im Vergleich dargestellt.
- = Keine Expression
o = Schwach positive Expression
+ = Positive Expression
++ = Stark positive Expression
Tabelle 5.1: Zusammenfassung der Markerexpression von hMZ in Mono- und Ko-Kultur
auf PET bzw. CCC Membranen.
Kol X RunX2 Sox9 VEGF
PET Mono-Kultur hMZ - ++ ++ ++
Ko-Kultur hMZ - + + +
CCC Mono-Kultur hMZ - + o ++
Ko-Kultur hMZ - + - o
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5.3 Aufbau eines vaskularisierten 3D
Meniskuskonstrukts
Zum Aufbau des 3D Konstrukts wurden die Gefäßstrukturen der BioVaSc® mit mvEZ re-
besiedelt und das mit MZ besiedelte Biomaterial in das Lumen der BioVaSc® eingebracht.
Zuvor erfolgte eine Auswahl des kollagenbasierten Biomaterials für die primären Meniskuszel-
len. Die Kultivierung des vaskularisierten 3D Konstrukts in vitro erfolgte dynamisch in einem
Bioreaktorsystem sowohl mit Zellen humanen Ursprungs als auch mit porcinen.
5.3.1 3D Biomaterialauswahl für humane Meniskuszellen
Zur Testung der Zellintegration von hMZ wurden fünf unterschiedliche kollagenbasierte Bio-
materialien herangezogen: Das 3D Kollagenscaffold von BD, die BioGide Kollagenmembran
von Geistlich, das Kollagen BioMesh von Bard, das Kollagen Typ I Hydrogel, eine elektroge-
sponnene Matrix aus Kollagen Typ I sowie eine aus Kollagen Typ I und II. Nach der 7-tägigen
Kultivierung der Materialien mit MZ erfolgte das Fixieren und Einbetten der Proben in Paraffin.
Die Zellmigration konnte am Querschnitt eines jeden Materials beobachtet werden. Die Proben
wurden HE gefärbt, wobei sich elastische Fasern und die Kollagenbestandteile der Matrices
rot färben und die Zellkerne blau erscheinen. In Abbildung 5.9 sind die HE gefärbten Proben
dargestellt. Es lässt sich in (A), (B) und (C) erkennen, dass die Einwanderung der Zellen in die
jeweiligen Scaffolds nicht erfolgreich war, da hier die Zellkerne größtenteils am Rand der Matrix
zu entdecken sind. Die Zellverteilung ist am Besten bei der Kultivierung im Hydrogel (D) zu
bewerten. Eine Migration der Zellen in das Scaffold lässt sich auch bei der elektrogesponennen
Kol I Matrix (E) erkennen. In die Kol I/II ES-Matrix (F) sind die hMZ hingegen nicht migriert
und bilden umgekehrt einen mehrschichtigen Zelllayer auf der Scaffold-Oberfläche.
Abbildung 5.9: Zellwachstum von humanen MZ auf unterschiedlichen Biomaterialien auf
Kollagenbasis. (A) BD 3D Scaffold. (B) Geistlich Kollagen-Membran, (C)
BioMesh-Matrix (D) Kollagen Typ I Hydrogel, (E) Kol I ES-Matrix, (F)
Kol I/II ES-Matrix. (HE Färbung, rosa=Zellmembran, blau=Zellkern.
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5.3.2 3D Ko-Kulturmodell: Rebesiedelung der BioVaSc®
Zum Aufbau eines vaskularisierten Meniskuskonstruktes wurden die erhaltenen Gefäßstrukturen
der BioVaSc® mit humanen und porcinen mvEZ rebesiedelt und dessen Lumen mit einem MZ
besiedelten Hydrogel gefüllt. Aufgrund der guten Zellverteilung im Gel (siehe Kapitel 5.3.1),
wurde hierfür das Hydrogel gewählt. Die mvEZ sind dadurch am äußeren Rand des Hydrogels
lokalisiert, was der Anatomie eines nativen Meniskus entspricht. Es wurden insgesamt fünf Me-
niskuskonstrukte kultiviert und analysiert, drei davon mit humanen, zwei mit porcinen Zellen.
Nach 2 Wochen Mono-Kultur der mvEZ in den Gefäßen und nach einer weiteren Woche Ko-
Kultur der mvEZ mit MZ erfolgte ein MTT Assay jeweils an einem Randstück der BioVaSc®,
das vorsichtig abgetrennt wurde. Abbildung 5.10 zeigt eine Zusammenstellung der Ergebnisse
des MTT-Tests von fünf unterschiedlichen Versuchsansätzen nach 2 Wochen (erste und zweite
Bilderzeile) und drei Wochen (dritte Bilderzeile) Kulturdauer. Die Bilder (A) bis (C) stellen
die Ergebnisse des 1. Versuchs, (D) bis (F) des 2. und (G) bis (I) des 3. mit humanen Zellen
dar. (J) bis (N) stellt die Ergebnisse der Versuche mit porcinen Zellen dar, wobei (J) bis (L)
die des 4. Versuchs zeigt und (M) und (N) die des 5.
Abbildung 5.10: Vitalitätsanalyse mittels MTT Test drei erfolgreich rebesiedelter
BioVaSc® mit hmvEZ nach 14 Tagen Mono-Kultur (ersten beiden Zei-
len) und anschließend weitere 7 Tage Ko-Kultur mit hMZ im Hydrogel
(dritte Zeile). Versuch 1 (A-C), Versuch 2 (D-F), Versuch 3 (G-I), Ver-
such 4 (J-L) und Versuch 5 (M,N).(blau=vitale Zellen).
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(B),(E),(H) und (K) zeigen jeweils ein Ausschnitt der Bilder (A),(D),(G) und (J). Auf allen
dieser Bilder ist eine deutliche blau-violette Färbung in den Gefäßstrukturen zu erkennen, wel-
che auf vitale mvEZ zurück zuschließen ist. In Versuch 1, 2 und 4 ist deutlich sichtbar, dass
vitale mvEZ bis in kleinste Verästelung der Gefäße vorgedrungen sind und diese erfolgreich
rebesiedelt haben. Daneben stellt der dritte Ansatz eine Besiedelung fast ausschließlich in den
Hauptästen der Gefäße dar, wobei der fünfte Ansatz nur im Bereich der Gefäßanschlüsse vitale
Zellen aufweist, wie im Bild (M) zu sehen ist. Bei diesen beiden Ansätzen war die vollständige
Rebesiedelung der Gefäßstrukturen mit hmvEZ (Versuch 3) bzw. pmvEZ (Versuch 5) nicht
erfolgreich.
Nach der Rebesiedelung der BioVaSc® mit mvEZ (human und porcin) erfolgte eine weitere
Woche Kultivierung der Versuchsansätze im Bioreaktor mit eingefülltem Hydrogel im Lumen.
Abbildung 5.10 (C),(F),(I),(L) und (N) zeigen die Bilder nach dem MTT Test an jeweils einem
Stück der besiedelten BioVaSc® mit Hydrogel im Querschnitt. Bei den ersten vier Ansätzen
lassen sich auch noch nach der weiteren Woche in Ko-Kultur vitale mvEZ in den Gefäßen
erkennen. Weiter ist eine deutliche Blaufärbung der MZ im Hydrogel zu beobachten, die beim
dritten Ansatz, der in (I) abgebildet ist, nicht so stark ausgeprägt ist als bei den ersten beiden
Ansätzen und dem vierten Ansatz. Bei Versuch 5, dargestellt in (N), kann außer einer Blau-
färbung der pmvEZ in den Gefäßanschlüssen, weder eine Färbung der pmvEZ in den Gefäßen
noch der pMZ im Hydrogel beobachtet werden. Die Ergebnisse des MTT Assays der Ansätze
mit humanen Zellen sind mit den Ansätzen, die mit porcinen Zellen durchgeführt wurden ver-
gleichbar.
Es lässt sich zusammenfassend feststellen, dass MZ im Hydrogel nur mit ausreichender Ver-
sorgung durch mvEZ in der BioVaSc® überleben. Die Zellaktivität der MZ im Hydrogel ist
damit von der Rebesiedelung der Gefäße mit mvEZ abhängig.
In Tabelle 5.2 sind die verwendeten Zelltypen und Spezies der einzelnen Versuche, sowie die
mikroskopische Bewertung der Besiedelungsergebnisse der Gefäßsysteme mit mvEZ, der Zell-
migration in die Matrix und der Vitalität der MZ im Hydrogel zusammengefasst.
- = Besiedelung mit vitalen Zellen nur am Gefäßbaum / keine Zellvitalität im Gel
o = Geringe Besiedelung des Gefäßsystems / vitale Zellen nur am Rand des Gels erkennbar
+ = Gefäße durchgehend gut besiedelt mit Lücken / mäßig vitale Zellen im Gel sichtbar
++ = Sehr gute Besiedelung bis in die kleinsten Verästelungen sichtbar / ausschließlich vitale
Zellen im Gel
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Tabelle 5.2: Gefäßsystembesiedelung mit mvEZ und mikroskopische Bewertung der Zell-
migration, sowie Bewertung der Vitalität der MZ im Hydrogel, Versuche 1
bis 5.

























5.3.3 Vergleich der Ko-Kultur Meniskuskonstrukte mit statisch
kultivierten Mono-Kulturen
Neben den dynamischen 3D Ko-Kultur Meniskuskonstrukten erfolgten zeitgleich statische
Mono-Kulturen der Hydrogele mit hMZ, die als Kontrolle dienen. In Abbildung 5.11 sind Bilder
eines MTT Tests der Hydrogele aus zwei statischen 3D Mono-Kulturmodellen (A,B), sowie
Hydrogele aus den dazugehörigen dynamischen Ko-Kulturmodellen (A’,B’) gezeigt. Die Mono-
Kultur eines mit hMZ besiedelten Hydrogels erfolgte zum einen in einem Zentrifugenröhrchen
(A) und zum anderen in einer nicht besiedelten BioVaSc-Matrix (B).
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Abbildung 5.11: MTT Test statischer Mono-Kulturen von Hydrogelen mit hMZ im Zentri-
fugenröhrchen (A) und pMZ in einem azellularisierten, nicht besiedelten
BioVaSc® Stück (B). Die Vitalität der MZ in den statischen Kontrollen
ist deutlich reduziert im Gegensatz zu den dazugehörigen dynamischen
3D Ko-Kultur Meniskuskonstrukten (A’),(B’). (blau=vitale Zellen).
Erfolgt die Kultivierung eines Hydrogels, in welches hMZ eingebracht werden statisch in einem
Falcon Röhrchen, können vitale Zellen nur am äußeren Rand des Biomaterials beobachtet wer-
den nach 2 Wochen Kulturdauer. D.h. nur die Zellen, die unmittelbar mit dem Kulturmedium
in Kontakt sind, überleben, da die Nährstoffe im Zellkulturmedium nur bis zu einer bestimmten
Tiefe in das Hydrogel diffundieren, und so die Zellen in tieferen Ebenen nicht ausreichend ver-
sorgt werden. Erfolgt die Kultivierung in Ko-Kultur mit hmvEZ, die sich in den Gefäßstrukturen
um das Lumen befinden, können vitale hMZ im gesamten Hydrogel, auch in tieferen Ebenen,
nachgewiesen werden. (B) zeigt das Mono-Kulturmodell eines mit pMZ beladenen Hydrogels
in einem azellularisierten, nicht besiedelten BioVaSc® Stück. In (B’) ist ein Stück des porcinen
3D Meniskuskonstrukts (Versuch 4) desselben Zellspenders abgebildet. Bei Abwesenheit der
mvEZ in den Gefäßstrukturen können nach einer zweiwöchigen Kulturdauer keine vitalen pMZ
im Hydrogel nachgewiesen werden. Im Gegensatz dazu zeigen die pMZ im Gel, welche in einer
erfolgreich mit pmvEZ rebesiedelten BioVaSc® 2 Wochen kultiviert wurden, eine deutliche
Blaufärbung.
5.3.4 Neovaskularisation des 3D Meniskuskonstrukts
Betrachtet wurde auch die Kombination und Wechselwirkung des Hydrogels mit der BioVaSc®.
Nach 3 Wochen Kulturdauer konnte eine gute Verbindung der beiden Biomaterialien beobach-
tet werden, die in Abbildung 5.12 (A) zu sehen ist. Im MTT Test konnten des Weiteren lebende
MZ auf der früheren Lumeninnenseite der BioVaSc® festgestellt werden, die aus dem Hydrogel
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ausgewandert sind (Abbildung 5.12 (B),(C)). Abbildung 5.12 (D) zeigt eine HE Färbung des
Querschnitts, wobei Zellkerne im inneren Lumenbereich sowie Zellkerne in Gefäßstrukturen zu
finden sind. Auffallend ist die Lokalisation der Blutgefäße im Bereich des Hydrogels (schwarze
Pfeile in der Abbildung 5.12 (B) bis (D)), was auf eine Neovaskularisation hinweist.
Abbildung 5.12: Verbindung und Integration der MZ und der mvEZ in der BioVaSc®.
(A) zeigt ein Bild am Ende der Kulturdauer. (B,C) MTT Test des Kon-
strukts, wobei ausgewanderte vitale MZ auf der BioVaSc® sowie vitale
mvEZ in den Gefäßstrukturen zu erkennen sind. (D) zeigt die HE Fär-
bung im Querschnitt.
5.3.5 Histologische und immunhistologische Untersuchungen
Der Nachweis der Charakterisierung der hmvEZ in den Gefäßstrukturen erfolgte mit immunhis-
tologischer Färbung des Markers vWF. Nach Rebesiedelung und zweiwöchiger Kultivierungs-
dauer (Abbildung 5.13 (B)), sowie nach einer weiteren Woche Ko-Kultivierung der hmvEZ mit
hMZ (Abbildung 5.13 (C)) können im Querschnitt gefärbte Gefäßstrukturen beobachtet wer-
den. Abbildung 5.13 (A) zeigt den Querschnitt einer nicht besiedelten BioVaSc®, an diesem
keine Färbung zu beobachten ist.
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Abbildung 5.13: Immunhistologische Färbung von vWF einer nicht besiedelten BioVaSc®
(A) und einer erfolgreich rebesiedelten BioVaSc® mit hmvEZ (B,C). Zu
erkennen sind ausgekleidete Gefäßstrukturen der BioVaSc® mit vWF-
postiven Zellen (Pfeile) nach Mono-Kultur (B) und Ko-Kultur (C) von
hmvEZ mit hMZ.(A) zeigt keine positive Färbung (blau=Gegenfärbung,
braun=spezifische Antikörpermarkierung).
Abbildungen 5.14 und 5.15 zeigen die immunhistologische Auswertung der 3D Ko-Kultur Me-
niskuskonstrukte. Versuch Nr. 2 ist repräsentativ für die Ansätze mit humanen Zellen dargestellt
(Abbildung 5.14), Versuch Nr. 4 für die mit porcinen Zellen (Abbildung 5.15). Gezeigt werden
jeweils zwei Bereiche der Gewebeproben, der äußere (A) bis (I) und der innere Bereich (A’)
bis (I’).
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Abbildung 5.14: Übersichsfärbungen und immunhistologische Färbungen des 3D Menis-
kuskonstrukts mit Zellen humanen Ursprungs. Dargestellt sind für je-
de Färbung zwei unterschiedliche Probenbereiche. (A) bis (I) stellt den
äußeren Bereich dar, (A’) bis (I’) den Bildausschnitt des inneren Be-
reichs (blau=Gegenfärbung, rot=spezifische Antikörpermarkierung). Die
BioVaSc® wurde mit BV gekennzeichnet, das Hydrogel mit HG, um sie
im Bild besser zu erkennen.
In der HE Färbung und in der Alcianblau Färbung sind im äußeren Bereich des humanen
3D Konstrukts Zellkerne in Blutgefäßen und im Hydrogel blau bzw. rot angefärbt (siehe Ab-
bildung 5.14 (A),(B)). Weniger Zellen sind im inneren Bereich zu finden ((A’),(B’)), die in
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der Alcianblau Färbung blau gefärbt sind, was auf Proteoglykane hinweist. Eine schwache,
nicht spezifische Blaufärbung zeigt sich ebenfalls in der Alcianblau Färbung an den Rändern
der BioVaSc® Matrix. Blutgefäßstrukturen sind im inneren Bereich keine zu finden. VEGF,
ein wichtiges Signalmolekül, das EZ zur Teilung und Migration stimuliert, wird im humanen
Modell nur im äußeren Bereich des Meniskuskonstrukts exprimiert (Abbildung 5.14 (E)). Der
innere Bereich des 3D Modells zeigt keine VEGF positive Färbung an (Abbildung 5.14 (E’)).
So auch der Transkriptionsfaktor RunX2, der mit Osteoblastendifferenzierung assoziiert wird,
der nur im äußeren Bereich eine leichte Rotfärbung des humanen Meniskuskonstrukts aufweist
(Abbildung 5.14 (H), (H’)). Die Färbung mit einem Kol Typ X Antikörper ist hingegen im
inneren Bereich positiv, während im äußeren Bereich keine Färbung vorliegt (Abbildung 5.14
(I), (I’)). Kol Typ X kann in hypertrophen und damit reiferen Knorpel nachgewiesen werden.
Die immunhistologische Färbung des Markers Kol Typ I, dargestellt in beiden Abbildungen in
(C), (C’), zeigt bei beiden Modellen, human und porcin, eine negative Färbung der Zellen in
allen Bereichen der untersuchten Proben. Die verwendeten Marker Sox9 ((D), (D’)), Kol Typ
II ((F), (F’)) und Aggrekan ((G), (G’)), die charakteristisch für hyalinen Knorpel sind, sind bei
beiden Ko-Kulturmodellen in keinen Bereichen exprimiert.
Im porcinen Meniskusmodell ist die Darstellung der HE Färbung und der Alcianblau Färbung
mit dem humanen Modell vergleichbar. Blutgefäßstrukturen lassen sich nur in den Abbildungen
des äußeren Bereichs der Proben erkennen (Abbildung 5.15 (A), (B)), während im Bildaus-
schnitt des inneren Bereichs weniger blaue bzw. rote Zellkerne, die einzeln im Hydrogel liegen,
vorzufinden sind (5.15 (A’), (B’)). Die EZM um diese Zellen zeigen eine leicht bläuliche Fär-
bung in der Alcianblau Färbung. Der äußere Rand der BioVaSc® Matrix ist, wie bereits im
humanen Modell auch gefärbt, was auf eine unspezifische Färbung deutet. Die Färbung des
porcinen 3D Konstrukts zeigt in beiden Bildausschnitten unabhängig des Bereichs eine VEGF-
positive Färbung der Zellen (Abbildung 5.15 (E), (E’)). Ebenfalls lassen sich porcine Zellen
in beiden Bereichen des Konstrukts finden, die den Transkriptionsfaktor RunX2 exprimieren
(Abbildung 5.15 (H), (H’)). Bei der Kol Typ X Färbung zeigt sich dagegen der inneren Bereich
nur vereinzelt schwach positiv, während im äußeren Bereich des porcinen 3D Konstrukts dieser
Kollagentyp nicht nachweisbar ist (Abbildung 5.15 (I), (I’)).
Kapitel 5 Ergebnisse 138
Abbildung 5.15: Übersichsfärbungen und immunhistologische Färbungen des 3D Menis-
kuskonstrukts mit Zellen porcinen Ursprungs. Dargestellt sind für je-
de Färbung zwei unterschiedliche Probenbereiche. (A) bis (I) stellt den
äußeren Bereich dar, (A’) bis (I’) den Bildausschnitt des inneren Be-
reichs (blau=Gegenfärbung, rot=spezifische Antikörpermarkierung). Die
BioVaSc® wurde mit BV gekennzeichnet, das Hydrogel mit HG, um sie
im Bild besser zu erkennen.
Kapitel 5 Ergebnisse 139
5.4 Etablierung einer Trägermatrix zur Anregung der
Stammzelldifferenzierung
Bei der Entwicklung zellbesiedelter Transplantate, wie in dieser Arbeit das aufgebaute 3D
Meniskuskonstrukt, welches in Kapitel 5.3 beschrieben ist, ist die Entnahmestelle der verwen-
deten Zelltypen von großer Bedeutung. Da zum Aufbau des Konstrukts isolierte Meniskuszellen
aus Meniskusgewebe verwendet werden, kann für geforderte Meniskusimplantate nicht immer
davon ausgegangen werden, dass autologe Meniskuszellen verfügbar sind, zumindest nicht in
ausreichender Menge. Auf Grund dessen werden im Rahmen dieser Arbeit weitere Versuche
mit MSZ durchgeführt, die in ausreichender Menge verfügbar und leicht zugänglich sind. Zu-
nächst folgen die Ergebnisse der Zellcharakterisierung, anschließend die Ergebnisse der Mate-
rialauswahl eines geeigneten Biomaterials für die Zellen, die Analyse der Faserstruktur und des
Aufbaus dieser Matrix, sowie das Differenzierungspotential von hMSZ auf dem ausgewählten
Biomaterial, der Kol I/II elektrogesponnenen Matrix.
5.4.1 Charakterisierung und Differenzierung von mesenchymalen
Stammzellen
MSZ werden zunächst aus humaner Spongiosa bzw. porcinem Knochenmarkaspirat isoliert und
in vitro expandiert. In Abbildung 5.16 und 5.17 (C) sind jeweils Hellfeldbilder der isolierten
MSZ (hMSZ in P3 an d3 und pMSZ in P0 an d10) dargestellt. Zur Charakterisierung der Zel-
len werden diese mit gezieltem Einsatz von Wachstumsfaktoren im Kulturmedium adipogen,
chondrogen und osteogen differenziert. Die typischen Färbungen, die zum Nachweis differen-
zierter MSZ verwendet werden, sind ebenfalls in den Abbildungen 5.16 und 5.17 zu sehen.
In A sind die Triglyceride der nach 14 Tagen fixierten adipogen differenzierten Zellen rot, die
Zellkerne durch die Gegenfärbung mit Hämatoxylin blau dargestellt. Im Vergleich ist die Anzahl
positiver Zellen bei den humanen höher als bei den porcinen.
Der Kalziumnachweis der osteogen differenzierten MSZ erfolgt durch die Alizarin Rot S-
Färbung nach 28 Tagen, die jeweils in (B) dargestellt ist. Es zeigte sich eine stattgefundene
Mineralablagerung durch die differenzierten MSZ, wobei die pMSZ eine intensivere Rotfärbung
zeigen als die hMSZ.
Zum Nachweis der chondrogenen Differenzierung werden die Zellpellets aus MSZ, die sich
während der Kultur ausbildeten, fixiert und in Paraffin eingebettet. Anschließend erfolgt ei-
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ne Alcianblaufärbung (D) sowie eine immunhistologische Färbung von Kol II (E),(F) an den
Schnitten, um saure Polysaccharide in der extrazellulären Matrix der MSZ nachzuweisen. Die
Zellkerne werden bei der Alcianblaufärbung mit Kernechtrot gegengefärbt und stellen sich
daher rot dar, während sie bei der immunhistologischen Anitkörperfärbung mit Hämatoxylin
gegengefärbt sind und somit blau erscheinen. Die EZM der MSZ humanen sowie porcinen Ur-
sprungs, die mit chondrogenem Differenzierungsmedium supplementiert mit TGF-β3 kultiviert
wurden, zeigen eine starke Proteoglykansynthese. Weiter ist die Antikörperfärbung des Markers
Kol II sowohl bei hMSZ als auch bei pMSZ stark positiv, der Isotyp hingegen zeigt bei beiden
eine negative Färbung, was auf eine spezifische Antikörperfärbung hinweist.
Bei den MSZ, deren Isolation aus humanem Gewebe erfolgte, wurden die Zellpellets, zusätz-
lich zur Kultur in chondrogenem Differenzierungsmedium mit Stammzellmedium MSCGM-CDr
kultiviert. Es konnte keine chondrogene Differenzierung der hMSZ festgestellt werden. Sowohl
die Proteoglykansynthese, also auch die immunhistologische Färbung von Kol II ist nicht zu
detektieren (Abbildung 5.16 (G) bis (I)). Die Charakterisierung der MSZ mit Hilfe der Diffe-
renzierungsansätze erfolgte jeweils an fünf unterschiedlichen Spendern.
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Abbildung 5.16: Differenzierung von humanen mesenchymalen Stammzellen. (A) ist die
Ölrotfärbung der adipogen differenzierten hMSZ, (B) zeigt die Alizerin-
rot Färbung, die die Knochensubstanzen der osteogenen Differenzierung
anfärbt. In (C) sind hMSZ aus Passage 3 an Tag 3 im Hellfeld dargestellt.
Die Alcianblau Färbung der chondrogen differenzierten Zellpellets zeigt
in der Differenzierungskultur eine deutliche Proteoglykansynthese, dar-
gestellt in blau (D), während das in Stammzellmedium kultivierte Pellet
keine Proteoglykanproduktion aufweist (G). (blau=saure Proteoglykane,
rot=Gegenfärbung) (E,H) zeigen die immunhistologischen Fäbungen von
Kol II und (F,I) die Isotypkontrolle (blau=Gegenfärbung, rot=spezifische
Antikörpermarkierung). Die Pellets wurden in chondrogenem Differen-
zierungsmedium (D-F) sowie in Stammzellmedium MSCGM-CDr (G-I)
kultiviert und nach 3 Wochen fixiert und gefärbt.
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Abbildung 5.17: Differenzierung von porcinen mesenchymalen Stammzellen. (A) ist die
Ölrotfärbung der adipogen differenzierten pMSZ, (B) zeigt die Alizerin-
rot Färbung, die die Knochensubstanzen der osteogenen Differenzierung
anfärbt. In (C) sind frisch isolierte pMSZ an Tag 10 im Hellfeld darge-
stellt. Die Alcianblau Färbung der chondrogen differenzierten Zellpellets
zeigt in der Differenzierungskultur eine deutliche Proteoglykansynthese,
dargestellt in blau (D), während das in Stammzellmedium kultivierte Pel-
let keine Proteoglykanproduktion aufweist (G). (blau=saure Proteogly-
kane, rot=Gegenfärbung) (E) zeigt die immunhistologische Fäbung von
Kol II und (F) die Isotypkontrolle (blau=Gegenfärbung, rot=spezifische
Antikörpermarkierung). Die Pellets wurden in chondrogenem Differen-
zierungsmedium kultiviert und nach 3 Wochen fixiert und gefärbt.
5.4.2 Biomaterialauswahl für humane Stammzellen
Die Biomaterialauswahl für MSZ ist vergleichbar mit der für MZ, die bereits in Kapitel 5.3.1
beschreiben wurde. Auch für MSZ, die aus humaner Spongiosa isoliert wurden, erfolgte die
Testung der fünf unterschiedlich kollagenbasierten Biomaterialien. Die HE Färbung der Schnit-
te aller Scaffolds, die in Abbildung 5.18 dargestellt sind, lässt erkennen, dass die Zellen ein
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gutes Einwandern sowie eine Produktion von extrazellulärer Matrix in den elektrogesponnenen
Matrices aufweisen, vor allem aber in der aus Kol Typ I und II Matrix. Das Hydrogel zeigt
ähnlich wie bei den hMZ eine homogene Zellverteilung im Gel, wobei auf der BioMesh Matrix,
der BioGide sowie dem 3D Kollagenscaffold die hMSZ keine optimale Verteilung aufweisen
und nur am äußeren Rand der Materialien zu finden sind.
Abbildung 5.18: Zellwachstum von humanen MSZ auf unterschiedlichen Biomaterialien
auf Kollagenbasis. (A) BD 3D Scaffold. (B) Geistlich Kollagen-Membran,
(C) BioMesh Matrix (D) Kollagen-I-Hydrogel, (E) Kol I ES-Matrix, (F)
Kol I/II ES-Matrix (HE Färbung, rosa=Zellmembran, blau=Zellkern).
Auf Grund dieser Auswahl werden im Folgenden die weiteren Experimente mit der elektroge-
sponnenen Kollagen Typ I/II Matrix durchgeführt und die Ergebnisse dazu gezeigt.
5.4.3 Faserstruktur und Aufbau der elektrogesponnenen Kollagen
Typ I/II Matrix
Durch die Verwendung einer rotierenden Welle als Kollektor, deren Drehzahl während dem
Prozess variabel verstellbar war, konnte ein Komposit-Scaffold mit Schichten unterschiedlicher
Faserausrichtungen hergestellt werden. Die Auswertung des Aufbaus der Kol I/II ES-Matrix
und die Faserstruktur der unterschiedlichen Schichten erfolgte mittels REM Aufnahmen. Nach
dem Spinningprozess wurden die Scaffolds längs halbiert, so dass die Innenseite zugänglich
war. Abbildung 5.19 (A) bis (C) zeigt die REM Aufnahmen der äußeren Kol I Schicht, die
das Scaffold oben und unten abrundet. Hierbei ist ein loses Netzwerk aus gleichmäßig dicken
Fasern ohne gezielte Ausrichtung zu beobachten.
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Abbildung 5.19: REM Aufnahmen der Kol I Fasern auf der Außen-/ Oberseite der elek-
trogesponnenen Kollagenmatrix M121031 vor dem Crosslinken bei un-
terschiedlichen Vergrößerungen: x200 (A), x500 (B) und x1000 (C) (Be-
schleunigungsspannung 5 kV, Arbeitsabstand 14 mm).
In Abbildung 5.20 (A) bis (C) sind Bilder mit unterschiedlichen Vergrößerungen der Mit-
telschicht, die reine Kol II Fasern beinhaltet, dargestellt. In allen Aufnahmen sind ebenfalls
einheitlich große, jedoch ausgerichtete Fasern erkennbar. Die Fasern weisen eine deutliche par-
allele Anordnung auf, die mit der höheren Umdrehungsfrequenz der Welle zu begründen ist.
Außerdem ist die Stärke der Kol II Fasern mit ca. 2 μm höher, als die der Kol I Fasern mit
weniger als 1 μm.
Abbildung 5.20: REM Aufnahmen von der Innenseite (Mittelschicht) des Scaffolds
M121017 vor dem Crosslinken bei einer Vergrößerung x200 (A), x500 (B)
und x1000 (C) (Beschleunigungsspannung 5 kV, Arbeitsabstand 13 mm).
Der Elektrospinning Prozess zur Herstellung der Kol I/II ES-Matrix erfolgte schichtweise. Die
insgesamt fünf Schichten einer Matrix unterscheiden sich durch den Kollagentyp und die Aus-
richtung der Kollagenfasern. Abbildung 5.21 stellt die Matrix im Querschnitt dar, wobei in (A)
die unterschiedlichen Faserausrichtungen zusammengefasst sind. Die Mittelschicht, Schicht 3
Kapitel 5 Ergebnisse 145
besteht vorwiegend aus parallel ausgerichteten Fasern und die Übergangs- sowie Randschichten
oberhalb und unterhalb beinhalten willkürlich ausgerichtete Fasern. Die Fasern der einzelnen
Kollagentypen können auch in der HE Färbung voneinander unterschieden werden (B). Die
Kol Typ I Fasern der oberen und unteren Schicht stellen hochporige Fasernetzwerke dar wobei
die Kol II Fasern in der Mitte ein dichtes Netzwerk aufweisen.
Abbildung 5.21: (A) Darstellung der unterschiedlichen Faserausrichtungen in den ein-
zelnen Matrixschichten. (B) HE Färbung eines 3h gecrosslinkten ES-
Scaffolds (rosa=Matrix, blau=Zellkern).
5.4.4 Untersuchung zur Festlegung der geeigneten
Vernetzungszeit für die elektrogesponnene Kollagen Typ
I/II Matrix
Durch den Prozess der Vernetzung der elektrogesponnenen Kollagen Typ I/II Matrix kann eine
Erhöhung der Härte, der Zähigkeit, des Schmelzpunktes und vor allem eine Absenkung der Lös-
lichkeit erzielt werden. Aufgrund der unterschiedlichen Kollagenpolymerlösungen, die in dieser
Matrix vereint sind, musste zunächst eine geeignete Inkubationsdauer der Scaffolds im verwen-
deten Crosslinker (10% HMDI in Isopropanol) gefunden werden. Dabei erfolgten Versuchen
mit 1h, 2h, 3h und 4h. Nach dem Crosslink Prozess erfolgte die Analyse der Faserstruktur
mit REM Aufnahmen, sowie die Beobachtung der fixierten Scaffolds im Querschnitt direkt
nach der Inkubation in der Vernetzungslösung, als auch nach einer anschließenden 7-tägigen
Inkubation in Kulturmedium. Damit konnte die Frage nach der Löslichkeit in wässrigen Medien
beantwortet werden. Die REM-Aufnahme nach 1h zeigt stabile Kol I Fasern an der Scaffold-
oberfläche, während sich die Fasern nach 4h dicker darstellen und miteinander verschmolzen
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sind (Abbildung 5.22 (A),(B)). Von den Proben nach 2h und 3h existieren keine REM Auf-
nahmen. An Tag 0 direkt nach dem Crosslinken sind die fünf Schichten der Proben nach 1h
und 2h Crosslinkzeit voneinander getrennt, wobei das Kol II kaum zu erkennen ist (C),(D).
Bei diesen Proben ist weiter nach sieben Tagen in wässrigem Kulturmedium die Mittelschicht
aus Kol II komplett aufgelöst und nur die Schichten, die aus Kol I Fasern bestehen, sind im
Querschnitt zu erkennen (G),(H). Anders bei der Probe nach 3h (E),(I), hier ist die Mittel-
schicht aus reinem Kol II auch nach sieben Tagen der Inkubation in Medium erkennbar. Die
Kol I Schichten zeigen bei dieser Probe ein stabiles Netzwerk und sind wasserunlöslich. Wobei
nach 4h Crosslinkdauer die Kol I Fasern der äußeren beiden Schichten komplett miteinander
verkleben und eine enge Struktur aufweisen (F). Weiter sind die Kol I Fasern auch nach 4h
Crosslinkdauer nicht in Wasser löslich (J). Die Anpassung der Crosslinkdauer der ES Scaffolds
erfolgte insgesamt an vier versponnenen Kol I/II Scaffolds.
Abbildung 5.22: (A,B): REM Aufnahmen der Kol I Fasern. (A,C,G) zeigt das Scaffold
nach 1h, (D,H) nach 2h, (E,I) nach 3h und (B,F,J) nach 4h Crosslinkdau-
er in 10% HMDI. (C) bis (J) zeigt eine HE Färbung der nicht besiedelten
Scaffolds im Querschnitt, wobei (C) bis (F) die Scaffolds an d0 und (G)
bis (J) nach 7 Tagen in Medium darstellt (rosa=Matrix, blau=Zellkern).
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5.4.5 Untersuchung der Zellmigration auf der Kollagen Typ I/II
Trägermatrix
Zur Untersuchung der Zellmigration in das Kol I/II ES-Scaffold folgte die Besiedelung mit
DiI gelabelten hMSZ und dessen Untersuchung über einen Zeitraum von 7 Tagen. Zu dem
jeweiligen Zeitpunkt wurden Kryoschnitte der in TissueTek eingebetteten Proben angefertigt
und mit DAPI versehenem Eindeckmittel Mowiol eingedeckt. Abbildung 5.23 zeigt die Bilder
nach 1, 3, 4 und 7 Tagen Kultivierung der hMSZ auf der Kol I/II ES-Matrix, die 3h gecrosslinkt
wurde im Hellfeld (A bis D), angeregt mit DSred (E bis H), DAPI (I bis L) und das übereinander
gelagerte Bild (M bis P).
Abbildung 5.23: Migration DiI-gelabelter humaner mesenchymaler Stammzellen auf elek-
trogesponnener Kollagen Typ I/II Matrix 1 Tag (A,E,I,M), 3 Ta-
ge(B,F,J,N), 4 Tage (C,G,K,O) und 7 Tage (D,H,L,P) nach der Besiede-
lung (orange=DiI Fluoreszenzfarbstoff, blau=DAPI Zellkern).
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An Tag 1 (A,E,I,M) bilden die Zellen einen Monolayer auf der Besiedelungsseite des Scaffolds,
wobei bereits an Tag 3 (B,F,J,N) eine geringe Einwanderung der Zellen in das Innere des
Scaffolds zu beobachten ist. Tag 4 (C,G,K,O) zeigt eine vollständige Invasion der hMSZ ins
Material, die auch an Tag 7 (D,H,L,P) noch zu erkennen ist.
5.4.6 Untersuchungen zur Zellvitalität
Zur Testung der Vitalität der Zellen auf der elektrogesponnenen Matrix erfolgte nach 7 Tagen
Kultur eine Lebend-Tot-Färbung der mit dem Spender hMSZ14 in Passage 1 besiedelten und
fixierten Trägerstruktur M110216, die 1h gecrosslinkt wurde. Die Färbung ist in Abbildung
5.24 dargestellt. (A) stellt die Aufnahme mit dem DSred Filter, (B) mit dem GFP Filter, (C)
die Aufnahme mit DAPI Fluoreszenz und (E) die Hellfeldaufnahme der Matrix dar. In (D) sind
die Aufnahmen (A), (B) und (C) zusammengeführt. Mit der Vitalitäts-Färbung erfolgt die
Identifikation von lebenden Zellen mit Calcein-AM, das durch die Zellmembran in das Innere
vitaler Zellen transportiert wird. Diese sind hauptsächlich im Inneren der Matrix zu beobachten.
Das EthDh tritt durch die beschädigte Zellmembran in tote Zellen ein und bindet an dessen
DNA und lässt diese rot fluoreszieren. In der Abbildung zeigen sich tote Zellen vermehrt am
Rand der Matrix.
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Abbildung 5.24: Lebend-Tot-Färbung humaner mesenchymaler Stammzellen auf elektro-
gesponnener Kollagen Typ I/II Matrix 7 Tage nach der Besiedelung. Es
können lebende Zellen im Inneren der Matrix beobachtet werden, wäh-
rend einige tote Zellen am Rand der Matrix auszumachen sind (rot=tote
Zellen, grün=lebende Zellen, blau=DAPI Zellkern).
5.4.7 Untersuchungen zur Zelldifferenzierung
Zur Analyse des Einflusses der Matrix auf die Differenzierung von hMSZ, wurden besiedelte Kol
I/II ES-Scaffolds kultiviert und anschließend histologisch sowie immunhistologisch untersucht.
Als Kontrolle erfolgte die Alcianblau-Färbung und immunhistologische Färbung des Antikörpers
Kol II an einer nicht besiedelten Kol I/II ES-Matrix, die zuvor 1h mit 10% HMDI gecrosslinkt
wurde um unspezifische Antikörperbindungen an das Kollagenausgangsmaterial, das zur Her-
stellung der Matrix Anwendung fand, auszuschließen. In Abbildung 5.25 sind die Färbeergeb-
nisse dargestellt. Die Kollagenmatrix zeigt in der Alcianblau-Färbung (A) ausschließlich eine
rötlich violette Färbung, was auf eine Eigenfärbung der Kollagenfasern mit dem Kernechtrot
hindeutet, während keine Blaufärbung zu erkennen ist. Die Antikörperfärbung verbleibt ne-
gativ, sowohl die Färbung des Antikörpers (B) als auch die Isotypkontrolle (C). In allen drei
Aufnahmen sind keine Zellkerne zu sehen.
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Abbildung 5.25: Zellfreie Kol I/II ES-Matrix (1h gecrosslinkt). Es lassen sich keine Zell-
kerne sowie spezifische, positive Färbungen erkennen, weder in (A) der
Alcianblau-Färbung, noch in (B) der immunhistologischen Färbung von
Kol II. (C) zeigt die Isotypkontrolle.
Zunächst erfolgte die Besiedelung der Kol I/II ES-Trägerstrukturen mit hMSZ in Proliferati-
onsmedium unter statischen Kulturbedingungen bis zu 21 Tagen. Die ES-Matrix wurde zuvor
1h gecrosslinkt.
Abbildung 5.26 zeigt die histologischen Übersichtsfärbungen HE und Alcianblau, sowie die
immunhistologischen Färbungen der Marker Kol I und II nach 7 (A-D), 14 (E-H) und 21 (I-
L) Tagen Kultur des Spenders hMSZ14, Passage 1 auf der Matrix M110216. In der rechten,
oberen Ecke der immunhistologischen Färbungen sind die Isotypen dargestellt, die bei allen
Proben negativ sind.
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Abbildung 5.26: Kol I/II ES-Matrix (M110216, Crosslinkzeit=1h), besiedelt mit 0,5∗106
hMSZ14, P1. Ein gutes Zelleinwachsen lässt sich bereits nach 7 Tagen
statischer Kultur erkennen (A,E,I) (HE Färbung, rosa=Zellmembran,
blau=Zellkern). Die Glykosaminoglykansynthese in der Alcianblau-
Färbung (B,F,J) nimmt über die Kulturdauer von insgesamt 21 Tagen
stetig zu (rot=Gegenfärbung, blau=saure Glykosaminoglykane). Kol I
(C,G,K) und Kol II (D,H,L) zeigen an allen untersuchten Zeitpunkten
eine positive Färbung, die Isotypkontrollen verbleiben durchweg negativ
(blau=Gegenfärbung, rot=spezifische Antikörpermarkierung).
Ein Zelleinwandern in das Innere der Matrix ist bereits an Tag 7 zu beobachten. Die Proli-
feration der hMSZ nimmt über die Kulturdauer zu, was in der HE Färbung deutlich durch
die Zunahme an Zellkernen zu sehen ist. Eine steigernde Proteoglykansynthese lässt sich mit
der Alcianblau-Färbung nachweisen, während an Tag 7 kaum saure Proteoglykane angefärbt
sind, sind diese an Tag 21 in der gesamten Matrix blau dargestellt. Die Kol I Expression ist an
allen drei untersuchten Zeitpunkten positiv, jedoch reduziert sich die Expressionsstärke über
die Zeit. Kol II kann über die gesamte Kulturdauer nachgewiesen werden und zeigt gegenüber
Tag 7 eine erhöhte Expression an Tag 21.
Es folgten Experimente, bei diesen Kol I/II ES-Matrices nach 3h Crosslinkdauer mit hMSZ
besiedelt und unter ebenfalls statischen Kulturbedingungen kultiviert wurden. Dabei wurden
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zwischen vier Kulturmedien unterschieden: die Proliferationsmedien MSCGM-CDr Medium
mit 2% FCS sowie DMEM/Hams F-12 Medium mit 10% FCS und dem chondrogenem Dif-
ferenzierungsmedium, sowohl mit als auch ohne den Wachstumsfaktor TGF-β3. Histologische
und immunhistologische Analysen der mit dem Stammzellspender 16 in Passage 1 besiedelten
M110216 ES-Scaffolds erfolgten nach 14 Tagen. Es wurden HE Färbungen zur Beobach-
tung der Zellverteilung (Abbildung 5.27 (A-D)) und Alcianblau-Färbungen zum Nachweis der
Proteoglykansynthese (E-H) durchgeführt, sowie immunhistologische Färbungen knorpelspe-
zifischer Marker (Abbildung 5.28): Kol I (A) bis (D), Kol II (E) bis (H), Sox9 (I) bis (L),
Aggrekan (M) bis (P), RunX2 (Q) bis (T) und Kol X (U) bis (X). Die molekularbiologischen
Analysen der Matrix M120216, kultiviert in den vier Medien nach 7, 14 und 21 Tagen mit dem
Spender hMSZ27 in Passage 3, sind in Abbildung 5.29 gezeigt.
Abbildung 5.27: Kol I/II ES-Matrix (M110216, Crosslinkzeit=3h), besiedelt mit 0,5∗106
hMSZ16, P1, kultiviert in vier unterschiedlichen Kulturmedien, histolo-
gische Analysen. (A-D) HE Färbung, (E-H) Alcianblau Färbung.
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Abbildung 5.28: Kol I/II ES-Matrix (M110216, Crosslinkzeit=3h), besiedelt mit 0,5∗106
hMSZ16, P1, kultiviert in vier unterschiedlichen Kulturmedien, immun-
histologische Analysen. Kol I (A-D), Kol II (E-H), Sox9 (I-L), Aggrekan
(M-P), RunX2 (Q-T) und Kol X (U-X).
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Nach 14tägiger Kultur in dem Stammzellmedium MSCGM-CDr zeigen die Zellen auf einer 3h
gecrosslinkten Matrix, ein mit einer 1h gecrosslinkten Matrix in Abbildung 5.26 vergleichbares
Expressionsmuster. Die Zellen wandern tief in die ES-Matrix ein, produzieren saure Proteogly-
kane und zeigen eine positive Kol I und II Expression. Zudem konnten die knorpelspezifischen
Marker Aggrekan und Kol X und eine geringe RunX2 positive Expression nachgewiesen wer-
den. Identische Expressionsmuster lassen sich in allen getesteten Medien beobachten, wobei die
stärkste Expression der sauren Proteoglykane und der Kol I, Kol II, Aggrekan, RunX2 und Kol X
Marker deutlich von den Zellen in chondrogenem Differenzierungsmedium mit TGF-β3 ausgeht.
Die Zellen in dem chondrogenen Differenzierungsmedium ohne zugegebenen Wachstumsfaktor
zeigen eine ähnliche Expressionsintensität der Marker, wie die Zellen in dem Stammzellmedium
MSCGM-CDr, jedoch weisen sie eine geringere Proliferation auf. Die geringste Proliferations-
rate, Matrix- und Proteoglykansynthese, sowie die Synthese der fünf Marker zeigen sich in der
Kultur mit dem Medium DMEM/Hams F-12. Sox9, ein früher chondrogener Marker der von
Chondrozyten Vorläuferzellen exprimiert wird, zeigte unabhängig des verwendeten Kulturme-
diums nach 14 Tagen keine Färbung der hMSZ auf der Kol I/II ES-Matrix.
Weiter erfolgten neben den immunhistologischen Färbungen, kommerzielle PCR Analysen, die
in der folgenden Abbildung 5.29 dargestellt sind. Zur Durchführung der PCR Ergebnisse er-
folgte die RNA-Isolation aus den mit hMSZ beladenen Scaffolds und dessen Umschreibung in
cDNA, die in der Gelelektrophorese für alle Proben in der gleichen Konzentration eingesetzt
wurde. Untersucht wurde die Genexpression für die Marker Aggrekan (A), Kol I (D), Kol II
(B), Kol X (E) und der Matrix-Metalloprotease MMP3 (C), die eine Rolle im Gewebeumbau
spielt. Ef1α (F) stellt das Housekeeping Gen dar. Für jedes Kulturmedium aus den insgesamt
vier Medien wurden Proben nach 7, 14 und 21 Tagen Kultur auf alle Marker analysiert.
Eine positive Expression der Marker Kol I und Ef1α können an allen drei Zeitpunkten, unab-
hängig vom verwendeten Kulturmedium in allen Proben festgestellt werden. Die Expression ist
dabei für alle Proben von gleicher Stärke.
Eine Expressionszunahme des knorpelspezifischen Markers Aggrekan über die Kulturdauer kann
in den Proben, die in chondrogenem Differenzierungsmedium, welches mit TGF-β3 supplemen-
tiert wurde (chondr.+), nachgewiesen werden. Während an Tag 7 eine leicht positive Expres-
sion zu sehen ist, nimmt die Expressionsstärke über die Zeit zu. Die Probe des chondrogenen
Differenzierungsmediums ohne den Wachstumsfaktor (chondr.-) zeigt an Tag 7 ein negatives
Ergebnis, wobei nach 14 Tagen eine leichte positive Aggrekanexpression zu erkennen ist, die an
Tag 21 weiter zunimmt. Das gleiche Expressionsmuster wird bei der Probe in DMEM/Hams-
F12+10%FCS (HAMS) beobachtet. Die Expressionsintensität an Tag 21 ist verhältnismäßig
stärker als die der chondr.- und mit der Intensität der Probe chondr.+ vergleichbar. In der
Probe, die mit dem Proliferationsmedium MSCGM-CDr+2%FCS (LONZA) kultiviert wurde,
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lässt sich nach 21 Tagen eine schwach positive Aggrekanexpression erkennen. Die Expression
an den anderen Zeitpunkten fällt negativ aus.
Abbildung 5.29: Kollagen I/II ES-Matrix (M120216, Crosslinkzeit=3h), besiedelt mit
0,5∗106 hMSZ27, P3. PCR Analysen der Differenzierung von humanen
mesenchymalen Stammzellen auf einer elektrogesponnenen Kollagen Typ
I/II Matrix. (A) Aggrekan, (B) Kol II, (C) MMP3, (D) Kol I, (E) Kol X,
(F) Ef1a.
Vergleichbar mit der Aggrekanexpression ist ebenfalls die Expression des zweiten untersuchten
knorpeltypischen Markers Kol II bei der Probe chondr.+ bereits an Tag 7 positiv, die mit
einer leichten Zunahme bis Tag 21 anhält. Chondr.- weist an Tag 14 und an Tag 21 eine sehr
schwache positive Kol II Expression auf. Die kultivierten Proben aller drei Zeitpunkte in dem
Medium HAMS sind Kol II negativ, wobei die Proben in LONZA an Tag 14 eine sehr schwache
Kol II Synthese erkennen lassen, deren Intensität bis Tag 21 deutlich zunimmt.
Kol X ist ein Marker, der Chondrozyten die bereits im hypertrophen Zustand sind angibt. In
allen untersuchten Proben konnte eine positive Kol X Expression analysiert werden. Chondr.-
zeigte jedoch nur eine schwach positives Signal an allen drei Zeitpunkten an, während chondr.+
das stärkste Signal von allen aufwies. Die Kol X Synthese der Proben HAMS nimmt über die
drei Zeitpunkte in ihrer Intensität ab. Die Signalstärke der Proben LONZA, chondr.- und
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chondr.+ bleibt über die Zeit konstant.
Eine MMP3 Synthese ist in allen Proben über den beobachteten Zeitraum nachweisbar. Bei
den Proben chondr.- und chondr.+ kann eine leichte Intensitätszunahme über die Zeit der
MMP3 Expression analysiert werden. Die Intensität der Proben LONZA und HAMS sind über
die Zeit annähernd konstant und miteinander vergleichbar.
In Tabelle 5.3 sind für die unterschiedlichen Medien zu den untersuchten Zeitpunkten zum
Vergleich die Expressionen der untersuchten Marker zusammenfassend dargestellt.
- = Keine Expression
o = Schwach positive Expression
+ = Positive Expression
++ = Stark positive Expression
Tabelle 5.3: Zusammenfassung der Markerexpressionen der untersuchten Medien und un-
terschiedlichen Zeitpunkten.
Aggr Kol II MMP3 Kol I Kol X EF1α
LONZA d7 - - + + ++ +
d14 - o ++ + ++ +
d21 o + + + ++ +
HAMS d7 - - + + ++ +
d14 o bis + - + + ++ +
d21 + - + + + +
chondr.- d7 - - - + + +
d14 o bis + - o + + +
d21 ++ - + + + +
chondr.+ d7 + + o + ++ +
d14 ++ ++ + + ++ +
d21 ++ ++ + + ++ +
5.4.8 Bestimmung des Proteoglykangehalts
Der Proteoglykangehalt der kultivierten hMSZ auf den Kol I/II ES-Scaffolds wurde photome-
trisch bestimmt und auf den DNA Gehalt der Proben normiert. Abbildung 5.30 (A) zeigt das
Diagramm der GAGs, (B) den DNA Gehalt und (C) den prozentualen Anteil an 1 μg GAG,
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normiert auf 1 μg DNA. Verglichen wurden die Zellkulturen in Stammzellmedium MSCGM-
CDr mit chondrogenem Differenzierungsmedium supplementiert mit TGF-β3 nach 7, 14 und
21 Tagen.
Zu erkennen ist bei beiden Medien ein Anstieg der GAG Produktion über die Zeit. Bei den Pro-
ben im Differenzierungsmedium ist der Gehalt and Tag 14 und 21 mehr als doppelt so groß, als
bei denen im Stammzellmedium, während an Tag 7 die Werte sich nur gering unterscheiden.
Beim DNA Gehalt kann ein deutlicher Anstieg im Stammzellmedium bis Tag 21 beobachtet
werden (16,5 μg/μl). Die Proben des chondrogenen Differenzierungsmedium zeigen dagegen
mit einem Wert von 3,37 μg/μl and Tag 21 eine geringe Proliferationsrate. Jedoch ist auch
hier ein Anstieg der DNA Menge in beiden Medien über die Zeit auszumachen. Werden GAG
Gehalt auf DNA Gehalt normiert, so lässt sich erkennen, dass im Stammzellkulturmedium
prozentual weniger Zellen über die Zeit Proteoglykane produzieren, was mit einer geringen
Abnahme an Anteil GAG pro DNA über die Zeit verzeichnet wird. Begründet kann dies mit
der hohen Proliferationsrate im Kulturmedium. Der GAG pro DNA Anteil aus den Proben
des Differenzierungsmediums zeigt einen stetigen Anstieg über die untersuchten Tage, bedingt
durch die Zunahme der GAG Produktion bei geringem Zellwachstum.
Abbildung 5.30: (A) GAG Gehalt, (B) DNA Gehalt, (C) GAG normalisiert auf DNA
von hMSZ, kultiviert auf Kol I/II ES-Matrices nach 7, 14 und 21 Tagen.
GAG/DNA reduziert sich im Stammzellmedium mit der Zeit, während
im chondrogenem Differenzierungsmedium ein Anstieg zu verzeichnen ist.
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5.5 Technische Entwicklung eines gewebespezifischen
Bioreaktors
Abbildung 5.31 zeigt ein während der vorliegenden Arbeit umgesetztes Reaktorprinzip, das
die Kultivierung des aufgebauten 3D Meniskuskonstrukts unter physiologischen Bedingungen
erlaubt. Abbildung 5.31 (A) zeigt schematisch die Baugruppe mit seinen Bauteilen, in (B) ist
ein Bild des gefertigten Bioreaktors, integriert in einen Inkubatorschrank zu sehen.
Das Hauptbauteil stellt die Hülle dar, die den Stempel führt und den Mörser an der gelagerten
Welle hält. Der untere Probentisch, auf dem der obere Probentisch mit vier Stiften aufliegt,
ist mit dem Stempel verschraubt. Je nach zu kultivierenden Biomaterials kann der obere Pro-
bentisch in seiner Ausführung variabel gestaltet und in diesem System verwendet werden,
indem er auf den unteren Probentischhalter aufgesteckt wird. Der Stempel ist in der Hülle
flüssigkeitsdicht geführt und kann über einen Druckzylinder von außen hydraulisch bewegt
werden. Die Druckkraft auf die Probe wird darüber bestimmt. Zur Ermöglichung von mecha-
nischen Scherkräften im Reaktor erfolgt die Ankopplung der Welle über den Magnetadapter
an eine alternierende Rollerschlauchpumpe, die in den Inkubatorwänden bereits integriert und
elektronisch ansteuerbar ist. Die durchsichtige Frontplatte aus PC schließt mit einer O-Ring
Dichtung den Innenraum der Hülle ab und erlaubt die Sicht ins Innere. Alle Anforderungen an
den Reaktor sind in Kapitel 4.14 aufgezählt.
Abbildung 5.31: (A) Schematische Darstellung der Baugruppe des Bioreaktormodells. (B)
Gefertigter Bioreaktor aus Bauteilen aus PEEK, PC und V4A Stahl.
Durch den austauschbaren, oberen Probentisch können alle Arten an
Biomaterialien mechanisch stimuliert werden.
Zur Kultivierung des vaskularisierten 3D Meniskuskonstrukts auf Basis der BioVaSc®-Matrix,
erfolgte die Berücksichtigung der Anschlüsse des Gefäßsystems, um einen geschlossenen Kulti-
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vierungskreislauf zu etablieren. Die zum Bioreaktor gehörende Peripherie besteht neben einem
hydraulischen Druckzylinder, aus einer ansteuerbaren Rollerschlauchpumpe, die einen pulsati-
len Fluss für das Gefäßsystem gewährleistet und einer Pumpe, gekoppelt mit der Welle, die
alternierend betrieben werden kann zur Simulation einer Kniebeugung und -streckung. Die Ab-
messungen des Bioreaktors wurden so gestaltet, dass dieser in eine Inkubatorschublade passt
und bei 37°C und 5% CO2 kultiviert werden kann. Die Integration in die Inkubatorschrank
gewährleistet so die Ankopplung der Welle über den Magnetadapter mit der Rollerschlauch-
pumpe, die über eine integrierte Steuerung programmierbar ist. Und weiter kann über eine
zweite, ansteuerbare Rollerschlauchpumpe der pulsatile Fluss für das rebesiedelte Gefäßsystem
erfolgen und während der Kulturdauer über die Benutzeroberfläche beobachtet werden.
Zur Fertigung der Bioreaktorteile erfolgt die Verwendung von biokompatiblen Rohmaterialien
wie PEEK, PC oder rostfreier Stahl (V4A), die autoklavierbar sind (siehe auch Kapitel 4.14).
Zur Reduzierung der Menge an zu verwendendem Zellkulturmedium kann ein geringes Medi-
envolumen während der Entwurfsphase durch die Einhaltung eines geringen Innenvolumens in




Im Rahmen dieser Promotionsarbeit sind Methoden zur Herstellung eines komplexen und funk-
tionellen Meniskuskonstrukts durch Tissue Engineering entwickelt worden. Zur Realisierung der
Methoden solch eines komplexen Gewebes sind mehrere Elemente wesentlich: zum einen leben-
de Zellen, die aus einem Organismus gewonnen werden, zum anderen eine Zellträgerstruktur
und letztendlich die Kontrolle der Signaltransduktion, um ein funktionelles dreidimensionales
Gewebekonstrukt (Implantat) zu generieren. Die Arbeit basiert auf interdisziplinäre Technolo-
gien und beinhaltet die unterschiedlichen Methoden. Dazu zählen die Optimierung der Zellkul-
turtechnik durch die Generierung von Ko-Kultursystemen und Verwendung unterschiedlicher
Nährmedien mit und ohne Wachstumsfaktoren, die zur Differenzierung der Zellen beitragen,
die Biomaterialentwicklung zur optimalen Auswahl geeigneter Trägerstrukturen, sowie die Ar-
beiten mit dynamischen Kultursystemen, den Bioreaktoren.
6.1 Knorpelregeneration und Limitationen
Der Gelenkknorpel überzieht die Oberflächen aller Gelenke, wie des Knies oder der Hüfte.
Knorpel ist ein Gewebe, das sehr widerstandsfähig gegen Scher- und Druckkräfte ist und für
die reibungsarme Beweglichkeit der Gelenkenden sorgt. Auch die Bandscheiben und Menisken
bestehen aus Knorpelgewebe.
Das dreidimensionale Gewebe eines hyalinen Knorpels ist in vier Zonen unterteilt, die je nach
Beanspruchung eine unterschiedliche Zusammensetzung ihrer Extrazellulären Matrix (EZM)
aufweisen. Die Hauptbestandteile sind Kollagen Typ II und Glykosaminoglykane (Schinagl
et al., 1997; Nguyen et al., 2011). Bei einem hohen Kollagenanteil in der oberflächlichen
Schicht neben einer geringen Glykosaminoglykan (GAG)-Konzentration, ist die Verteilung in
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der unteren Schicht des Knorpels umgekehrt. Die verkalkende Knorpelschicht besitzt einen
hohen Anteil an Kollagen X und integriert den Knorpel in den darunterliegenden Knochen
(Bhosale and Richardson, 2008; Einhorn et al., 2007; Poole, 1997).
Der Meniskus ist ein Faserknorpel, der hauptsächlich aus Wasser, Kollagenen und Proteogly-
kanen besteht (Herwig and Buddecke, 1984; Sweigart and Athanasiou, 2001). Zu finden ist
der Meniskus im Kniegelenk zwischen Tibia und Femur, wobei die Menisken an zwei Fixpunk-
ten verankert sind (Aumüller et al., 2007). Eine Besonderheit des Meniskus, im Gegensatz zu
anderen Knorpelgeweben ist seine Versorgung mit Blutgefäßen. Untersuchungen zeigten, dass
der Meniskus im Kindesalter komplett vaskularisiert ist, diese jedoch über die Jahre hinweg
zurückgeht bis hin zur Teilvaskularisierung im äußeren Randbereich (Petersen and Tillmann,
1995). Das Meniskusgewebe besteht, wie der hyaline Knorpel ebenfalls aus unterschiedlichen
Zonen, deren Bestandteile der EZM variieren. Die sogenannte ‚Red-red-Zone’, in der ausrei-
chend Blutgefäße vorhanden sind, die dazu führen, dass kleine Risse oder Defekte in diesem
äußeren Bereich von selbst heilen (Sweigart and Athanasiou, 2001). Es schließt sich die ‚Red-
white’ Übergangszone in der Mitte und die ‚White-white-Zone’ im Inneren des Meniskus an, in
der keinerlei Blutgefäße zu finden sind und auf Grund dessen in diesem Bereich Knorpelschäden
keine Heilungsfähigkeit besitzen. Adultes Meniskusgewebe hat durch seine Teilvaskularisierung
ein geringes Regenerationspotential. Kommt es zum Meniskusriss oder -schaden im inneren
Bereich, erfolgt eine Teil- oder sogar Totalmeniskektomie, was im fortschreitenden Alter zu
Arthroseerkrankungen führt (Krause et al., 1976). Aus diesem Grund wurden unterschiedli-
che Meniskusimplantate entwickelt, so beispielsweise das kollagenbasierte Meniskusimplantat
(CMI) oder das Polyurethan-Gerüst-Implantat Actifit®. Diese haben jedoch den Nachteil, nicht
an das Blutgefäßsystem des Patienten angeschlossen zu sein und den starken Belastungen im
Kniegelenk nicht standzuhalten. Dadurch degenerieren die Implantate über die Zeit und stellen
somit keinen langfristigen, funktionellen Ersatz für das Meniskusgewebe dar.
Meniskusallografts sind neben dem CMI die einzige Option, größere Meniskusdefekte ersetzen
zu können. Im kurz- und mittelfristigen Verlauf kann durch allogene Meniskustransplantationen
die Gelenksfunktion verbessert und Schmerzen verringert werden, jedoch erweisen sich Kos-
ten, Verfügbarkeit und Abstoßungsreaktionen als problematisch (Kohn et al., 2011; Messner,
1994b; Scheffler, 2011; Van Arkel and De Boer, 2002).
Die derzeit bekannteste Strategie in der Regenerativen Medizin, Knorpeldefekte reparieren zu
können, ist die Methode der Autologen Chondrozytentransplantation (ACT). Im Jahre 1980
wurde die Methode als eine neuartige klinische Behandlung von Gelenkknorpel als Lösung des
Problems der progressiven Degeneration in arthrotischen Gelenken eingeführt und ist seit 1987
im klinischen Einsatz (Brittberg, 1999; Pharmazeutische Zeitung, 2012). Beim Verfahren der
klassischen ACT erfolgt in einem ersten chirurgischen Eingriff die Entfernung von 150 bis
300 mg gesundem, autologem Knorpelgewebe von einer nicht belastenden Stelle des Gelenks.
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Die isolierten Zellen werden in vitro expandiert, bis genügend Zellen erreicht werden, um an-
schließend diese in einem zweiten chirurgischen Eingriff in den Bereich des Knorpeldefekts zu
re-implantieren. Wobei auf den Defekt ein körpereigener Knochenhautlappen wasserdicht auf-
genäht wird, damit die eingebrachten Chondrozyten am Platz bleiben und ein Wegschwimmen
vermieden wird (Brittberg et al., 1994, 1996). Durch das Einbringen von autologen Chondrozy-
ten in einer Einzelzellsuspension in den bestehenden Knorpeldefekt sollte die Zellkondensation
ausgelöst und somit die Kondensationsphase der frühen embryonalen Entwicklung imitiert wer-
den. Sie soll den Chondrozyten einen adäquaten Stimulus bieten, um neue knorpelspezifische
Matrix zu synthetisieren und dabei eine Regeneration des Knorpelgewebes im Knorpeldefekt
zu erreichen. Zur ACT gibt es Langzeitdaten über zehn bis 20 Jahre und wurde in Deutschland
bei etwa 3000 Menschen im Jahr durchgeführt (Pharmazeutische Zeitung, 2012).
Obwohl die ACT bereits länger im Einsatz ist, gibt es jedoch mehrere Herausforderungen, wie
die Spendermorbidität, die Dedifferenzierung der Chondrozyten in der in vitro Monolayer-
Kultur und nach der Zellimplantation die Bildung von Faserknorpel anstelle der Heilung
(Dell’Accio et al., 2003; Brittberg et al., 2003; Schulze-Tanzil et al., 2002, 2004; Brittberg,
1999). Ebenso wird bei der ACT zur Gewinnung der Chondrozyten ein gesunder Knorpelbereich
beschädigt und ein neuer Defekt gesetzt. Zwei chirurgische Eingriffe bedeuten ein erhöhtes Ri-
siko für den Patienten. Eine weitere große Herausforderung für eine erfolgreiche ACT stellt die
Erhaltung vitaler und funktioneller Chondrozyten in vitro dar. Knorpelzellen sind in vivo fest
in ihrer gut strukturierten EZM eingebettet, die dazu beiträgt, dass ihre Zellfunktionalität und
-vitalität erhalten bleiben (Shakibaei et al., 1993, 1997; Shakibaei and Merker, 1999). Wer-
den die isolierten Chondrozyten in Monolayer-Kulturen expandiert, sind die Zellen gezwungen,
ihren typischen chondrogenen Phenotyp aufzugeben. Die Abwesenheit der spezifischen EZM
führt dazu, dass die Zellen nicht die knorpelspezifischen Proteine, wie beispielsweise Kollagen
Typ II, sondern die nicht-spezifischen Kollagene, wie Typ I produzieren (von der Mark, 1980;
von der Mark et al., 1977; Marlovits et al., 2004).
Die Bereitstellung einer geeigneten 3D Umgebung sowie bioaktive Stimuli, wie beispielswei-
se der Insulinähnliche Wachstumsfaktor (IGF-1) und der Transformierende Wachstumsfaktor
(TGF-β) konnten in vitro ein Ausdehnen und Wiedereinsetzen der Kapazität zur Redifferen-
zierung der Chondrozyten zeigen (Hunziker, 2001; Schulze-Tanzil et al., 2002; Barbero et al.,
2003; Jenniskens et al., 2006; Shakibaei et al., 2006).
Die Matrixbestandteile eines Meniskusgewebes unterscheiden sich von denen eines hyalinem
Gelenkknorpelgewebes, die für das Tissue Engineering berücksichtigt werden müssen. Kolla-
gen Typ I stellt beispielsweise ein spezifischer Kollagentyp für den Meniskus dar, aus dem er
zum größten Teil besteht. Ein weiterer wichtiger Matrixbestandteil ist Kollagen Typ X, sowie
der Transkriptionsfaktor RunX2. Diese Marker lassen sich auch im nativen Meniskus finden.
Bestimmte Bereiche eines Meniskus exprimieren zudem auch die knorpelspezifischen Marker
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Kollagen Typ II und Aggrekan, wobei isolierte Meniskuszellen diese Marker in vitro nicht ex-
primieren (Rücker, 2011). Weitere interessante Marker, die im Rahmen der Arbeit untersucht
wurden sind endothelzellspezifische Marker, wie VEGF, vWF und CD31. Diese Marker werden
allerdings nur an den Randbereichen der Gewebe und Gewebemodelle erwartet, da der Menis-
kus nur am äußeren Rand mit Blutgefäßen versorgt ist.
Für den Aufbau eines Meniskusgewebemodells ergibt sich, wie beim Gelekknorpel, das Problem
der Zellisolation und begrenzten Verfügbarkeit der Fibrochondrozyten, bzw. der Meniskuszel-
len. Zur Herausnahme dieses Zelltyps wären ebenfalls zwei operative Eingriffe am Patienten
nötig, wobei der Meniskus im Gegensatz zum Knorpel kleiner ist und keine nicht belastende
Stelle bietet und dieser somit vollständig entfernt werden müsste. Deshalb wurden in der vor-
liegenden Arbeit Experimente mit MSZ als eine alternative Zellquelle durchgeführt, die sich
auf einer speziell strukturierten Trägerstruktur in Fibrochondrozyten differenzieren lassen.
6.2 Aufbau von Ko-Kultursystemen mit Primärzellen
Tierversuche sind gesetzliche Vorschrift für die Zulassung von Implantaten und erfolgen zur
Prüfung auf Sicherheit und Funktionalität der Implantate und Gewebekonstrukte. In vitro Kul-
turen können dabei helfen, frühzeitige Vorhersagen über die Reaktion und Vergleichbarkeit von
Mensch und Tier zu treffen. Daher erfolgte der in vitro Aufbau des Meniskuskonstrukts auf
Basis zweier Spezies (human und porcin), um Vergleiche und mögliche Unterschiede bereits
im Entwicklungsstadium der beiden Modelle zu evaluieren, da Tierversuche sehr kosten- und
zeitintensiv sind. Die Auswahl des geeigneten Tiermodells setzt voraus, dass die Experimen-
te mit Tierarten durchgeführt werden, die sich dem Menschen besonders ähnlich verhalten
(Greaves et al., 2004). Für den Bereich der Transplantationschirurgie gelten Großtiere, wie
Schwein, Pferd oder Schaf als geeignete Tiermodelle, auf Grund annähernd gleicher Anatomie
(Forschungsgemeinschaft, 2004).
Es erfolgte zunächst die histologische sowie immunhistologische Untersuchung von humanem
sowie porcinem Meniskusgewebe, wobei festgestellt werden konnte, dass zwischen den beiden
untersuchten Spezies nur geringe Unterschiede bestehen. Meniskusspezifische Marker, wie Kol
I und Kol X sind im gesamten Gewebe exprimiert, während für Kol II beim porcinen Meniskus
keine und im humanen Gewebe eine geringe Expression beobachtet wurde. Aggrekan ist nur in
begrenzten Bereichen des Gewebes gefärbt. Die Färbungen mit endothelzellspezifischen Mar-
kern wie vWF, CD31 und VEGF zeigen eine positive Färbung am äußeren Rand der Menisken
beider Spezies, was die beschriebene Teilvaskularisierung bestätigt.
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Tissue Engineering mit Primärzellen
Im Allgemeinen erfolgt im Tissue Engineering der Aufbau eines Gewebemodells durch die
Besiedelung von Trägerstrukturen mit Zellen und dessen Kultivierung unter statischen oder
dynamischen Kulturbedingungen in vitro (Minuth et al., 2005). Die Herstellung von Implan-
tatgeweben ist ausschließlich mit primären Zellen möglich. Aus diesem Grund wurden die
Experimente in der vorliegenden Arbeit mit primären Zellen durchgeführt.
Der Einsatz des Meniskuskonstrukts als Implantat setzt voraus, dass die Zellen aus einer gut zu
erreichenden Quelle stammen. Unter Berücksichtigung der Verfügbarkeit wurden in der vorlie-
genden Arbeit primäre Endothelzellen aus der Haut isoliert und zum Aufbau der Ko-Kulturen
verwendet. Bei einer möglichen Implantatherstellung kann Haut autolog entnommen und auf-
gearbeitet werden, womit eine Abstoßungsreaktion vermieden wird. Nachteilig jedoch ist die
lange Aufarbeitungsdauer von mehreren Wochen, die beispielsweise durch ein automatisierten
Prozess beschleunigt werden könnte. Es könnten nicht invasive Methoden zur Beobachtung
der Zellen angewandt werden, wie beispielsweise die Messung des Transepithelialen Wider-
stands (TER) und darüber den richtigen Zeitpunkt bestimmt werden, an dem die Zellen sich
ausreichend genug vermehrt haben um damit ein Gewebemodell aufzubauen. Weiter könnte
der langwierige und kostenintensive Zellisolations-Prozess durch eine Produktionsstraße abge-
löst werden, in der die einzelnen Arbeitsschritte eines Protokolls von einer Maschine zum Teil
parallel ausgeführt werden und somit Zeit spart.
Alternativ zu den mvEZ gibt es in der Literatur zahlreiche Arbeiten, die mit Endothelzellen
aus der Nabelschnurvene (HUVEC) arbeiten (Nakatsu et al., 2003; Hofmann et al., 2008;
Santos et al., 2008). HmvEZ sind im Vergleich zu HUVEC in ihrer in vitro Kultivierung deut-
lich anspruchsvoller. Dies zeigt sich in einer geringeren Ausbeute bei der Isolation, sowie ihrem
langsameren Wachstum ausschließlich in speziellem Kulturmedium. Verwendet wurde das endo-
thelzellspezifische Medium VascuLife®, das 2% FCS beinhaltet und somit nur einen geringen
Serumgehalt hat.
Wichtig für eine spätere Implantatherstellung ist der Serumgehalt im Kulturmedium. Durch
seine Herkunft aus tierischem Material ist Serum biochemisch nicht definierbar. Je nach Charge
des Produkts, können die damit kultivierten Zellen unterschiedlich reagieren, indem die Zu-
satzstoffe des Serums variieren. Da das Serum aus Tieren gewonnen wird, kann es außerdem
zur Beeinflussung der Produktionsabläufe kommen, wie beispielsweise eine Verzögerung durch
die Herstellung des Serums. Bei der Implantatentwicklung und -herstellung gibt es Richtlinien
zur Qualitätssicherung der Produktionsabläufe und -umgebung, bezeichnet wird dies als gute
Herstellungspraxis (Good Manufacturing Practice, kurz GMP). Essentiell für ein GMP Prozess
ist die Regulierung, Definition und Dokumentation aller verwendeten Lösungen.
Eine weitere Alternative zu hmvEZ bzw. HUVEC stellen Endotheliale Vorläuferzellen (EPC)
dar. EPC sind im Blut zirkulierende Zellen, die die Fähigkeit haben, zu Endothelzellen zu dif-
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ferenzieren. Für die Gewinnung der EPCs entfällt die Entnahme einer Biopsie beim Patienten,
es genügt lediglich eine Blutabnahme. Aktuelle Forschungsarbeiten beschäftigten sich mit der
Definition von zelltypischen Markern, um die Zellen ausreichend charakterisieren zu können
(Balaji et al., 2013).
Da ein Implantat meistens die Folge eines Meniskusschadens ist, kann nicht davon ausgegan-
gen werden, dass gesunde Meniskuszellen autolog gewonnen werden können, um das Implantat
aufzubauen. Dennoch erfolgte in dieser Arbeit im ersten Schritt der Aufbau von Zellkulturen
mit primär isolierten Meniskuszellen aus humanem sowie porcinem Meniskusgewebe als zwei-
ten Zelltyp. Bei der Zellisolation wurde nicht zwischen den unterschiedlichen Gewebezonen
unterschieden.
Neben den primären MZ wurde ein dritter Zelltyp aus einer alternativen Zellquelle verwendet:
Adulte mesenchymale Stammzellen, die aus humaner Spongiosa bzw. Knochenmarksaspirat
vom Schwein gewonnen wurden und, wie bereits die mvEZ, autolog zugänglich sind.
Der Aspekt der Spendervarianz ist bei Verwendung von primären Zellen ein entscheidender
Punkt, der bei der Auswertung der Versuche berücksichtigt werden muss. Durch die direk-
te Isolation der Primärzellen aus Gewebebiopsaten gibt es Variabilitäten des Phenotyps der
einzelnen Spenderzellen. In Studien zu Therapie- oder Medikamentenentwicklungen reagie-
ren Spenderorganismen oft unterschiedlich. Der Trend geht, aus diesem Grund, in Richtung
patientenspezifische Therapien. Dies bedeutet, dass gezüchtete Implantate oder Testsysteme
speziell nur für eine Gruppe von Patienten helfen. Die unterschiedlichen genetischen Informa-
tionen und das Alter von Patienten haben einen wesentlichen Einfluss auf die Therapie. Bereits
in der heutigen Medizin gibt es Patientengruppen, deren Tumor auf bestimmte Medikamente
ansprechen, die über prädiktive Biomarker ausgewählt werden (Stratmann et al., 2013). Es
gibt Arbeiten, die Tumortestsysteme für Medikamententestungen auf Basis primärer Zellen,
die aus Patiententumorgewebe gewonnen werden, aufbauen. Dies ist ein wichtiger Schritt in
Richtung individueller, personalisierter Medizin (Reboredo et al., 2013).
Verwendung von Stammzellen als Zellquelle
Undifferenzierte Vorläuferzellen, die ein multilineares Differenzierungspotential aufweisen und
im Körper überall zu finden sind, gelten als eine gut geeignete Zellquelle für den Aufbau von
Gewebekulturen im Tissue Engineering. Speziell in der muskuloskelettalen Forschung spielen
MSZ eine wichtige Rolle, da sie zur Aufrechterhaltung und Regeneration des Stütz- und Binde-
gewebes, wie Knochen, Knorpel, Muskel, Bändern, Sehnen und Fettgewebe beitragen (Caplan
and Dennis, 2006).
Mesenchymale Stammzellen stellen eine vielversprechende Zellquelle für die Knorpelregenera-
tion dar, da sie ein chondrogenes Differenzierungspotential aufweisen, in großen Mengen gut
zu isolieren und in vitro zu expandieren sind, ohne ihr Differenzierungspotential zu verlieren
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(Caplan and Goldberg, 1999; Pittenger, 2008). Sie sind multipotential und weisen ein geringes
immunogenes Profil auf (Csaki et al., 2008; Amado et al., 2005).
Eine alternative Zellquelle zu Knochenmarksaspirat zur Isolation von adulten Stammzellen
könnte beispielsweise Blut sein. Vorteil dabei ist die leichtere Zugänglichkeit und routinierte
Entnahme beim Patienten. Die sogenannte Stammzellapherese, dem Herausfiltern der im Blut
enthaltenen Blutstammzellen, stellt mittlerweile die bevorzugte Methode der Stammzellent-
nahme im Rahmen einer Transplantation dar, da sie weniger invasiv als eine Knochenmarkent-
nahme ist (ZKRD, 2012).
Eine weitere Stammzellquelle ist Fettgewebe, aus der adipöse mesenchymale Stammzellen
(ADSZ) gewonnen werden können, die bereits in vielen Versuchen für unterschiedliche Anwen-
dungen verwendet werden.
Das verwendete Expansionsmedium MSCGM-CD der Firma Lonza mit geringem Serumgehalt
(2% FCS) ist spezielles Stammzellmedium, das für die MSZ verwendet wurde und für einen
späteren GMP Prozess angepasst werden müsste. Nach erfolgreicher Isolation der mesenchy-
malen Stammzellen erfolgte deren Charakterisierung, indem sie in Adipozyten, Osteozyten und
Chondrozyten differenziert wurden. Die Differenzierungen erfolgten in den jeweiligen Medien,
welche für jede Linie spezifisch zusammengestellt und mit benötigten Zusätzen und Wachs-
tumsfaktoren supplementiert wurden, wie beispielsweise das chondrogene Medium, das dem
Wachstumsfaktor TGF-β3 zugefügt wurde (Nöth et al., 2007). Erfolgt die Kultur der humanen
Zellpellets, identisch mit dem chondrogenen Differenzierungsansatz, jedoch in Stammzellkul-
turmedium MSCGM-CDr+2%FCS wird keine Proteoglykansynthese festgestellt und die Zellen
synthetisieren kein Kollagen II, was immunhistochemisch belegt wurde.
Obwohl die MSZ in Tiermodellen als eine gute Möglichkeit für den Knorpelersatz gelten und
neuartige Ansätze getestet wurden, bei denen MSZ als alternative Zellquelle für patientenei-
gene Chondrozyten Verwendung fanden, ist mehr Forschung nötig, die zu einer möglichen
klinischen Anwendung der Zellen führt (Csaki et al., 2008). Es besteht das Problem, dass bei
den in vitro Stammzellkulturen Wachstumsfaktoren in die Nährmedien zugegeben werden, um
diese differenzieren zu können. Wachstumsfaktoren sind für klinische Studien nicht zugelassen.
Im Rahmen dieser Arbeit erfolgte die Charakterisierung der MSZ ebenfalls mit den standar-
disierten Differenzierungs-Kulturmedien mit Zugabe der Wachstumsfaktoren und Zytokinen.
Darüber hinaus wurde erstmals ein Biomaterial entwickelt, das die Stammzellen zur sponta-
nen chondrogenen Differenzierung anregt. Das Biomaterial kann später für klinische Studien
in Hinblick auf die Differenzierung der Zellen ohne die Zugabe von Wachstumsfaktoren eine
relevante Bedeutung darstellen.
Aufbau von Ko-Kulturen
Im Rahmen der Arbeit erfolgte der Aufbau eines vaskularisierten 3D Meniskuskonstrukts in
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vitro. Zur Spezifizierung des Konstrukts ist es hilfreich, die jeweilige in vivo Situation des
Gewebes, das nachgebaut werden soll, zu betrachten. Daraus leiten sich Konsequenzen für
den Aufbau eines Meniskuskonstrukts ab, welches aus einer Ko-Kultur von Endothelzellen mit
Meniskuszellen bzw. Stammzellen als Alternative bestehen soll.
Im Tissue Engineering werden vermehrt Ko-Kulturen aufgebaut und untersucht, um die in
vivo Situation komplexer Gewebe möglichst exakt nachzubilden und die zelluläre Kommuni-
kation, sowie Signaltransduktion im Modell zu realisieren (Schanz et al., 2010). Der Aufbau
eines Ko-Kultursystems ist eines der aussagekräftigsten Modelle, aber auch voller technischer
Probleme, die gelöst werden müssen, bevor funktionelle Daten erarbeitet werden können (Kirk-
patrick et al., 2002).
Es wurden viele in vitro Mono-Kulturen entwickelt, bei denen die Reaktionen einzelner Zel-
len auf unterschiedliche Reize studiert wurden und es ist viel darüber bekannt, wie diese eine
einzelne Zellpopulation als Ganzes beeinflusst. Aktuelle Studien, die 2D und 3D Ko-Kulturen
aufbauen, haben sich zum Ziel gesetzt, mehr über die Relevanz und den Einfluss des direk-
ten Zellkontakts zwischen zwei unterschiedlichen Zelltypen zu erfahren. Andere sind an den
löslichen Stoffen im Kulturmedium, die von einer Zelle abgegeben und von einer Nachbarzelle
aufgenommen werden interessiert und betrachten den Einfluss dieser Stoffe auf die Zellfunk-
tion, die Genexpression und Angiogenese, bei der vorhandene Blutgefäße durch Proliferation
und Migration von Endothelzellen weiter wachsen (Kirkpatrick et al., 2011).
Bei der Kultivierung mehrerer Zelltypen in einem Kulturgefäß müssen einige Parameter be-
achtet werden, die solche Systeme komplex werden lassen. Entscheidend ist zum einen die
Wahl über die Zelltypen, die zuvor getrennt voneinander isoliert und charakterisiert werden
müssen. Zum anderen muss die Zellzahl bzw. das Verhältnis der Zellen zueinander bestimmt
werden. In der Mono-Kultur hat jeder Zelltyp ein spezifisches Nährmedium. Werden zwei oder
mehrere Zelltypen in einem System ko-kultiviert, muss das Kulturmedium neu definiert werden
(Kirkpatrick et al., 2011).
Zellen haben je nach Gewebeherkunft bei der in vitro Kultur andere Ansprüche an die Träger-
matrix bezüglich der Bestandteile, Form und mechanischen Beanspruchung. Manche Zelltypen
verlangen eine 2D Struktur, andere eine 3D Matrix. Weitere Einflüsse auf Zellen sind dynami-
sche Reize, wie beispielsweise der Blutfluss in den Gefäßen oder die Kompressionskräfte auf den
Knorpel. Diese Reize, die die Zellen aus ihrer in vivo Situation kennen, sollten in vitro durch
statische oder dynamische Kultivierung berücksichtigt und so weit als möglich widergespiegelt
werden. Je nach Zelltyp können diese verschieden sein, was eine große Herausforderung für
den Aufbau von Ko-Kulturen in vitro darstellt. Dennoch ist die zelluläre Kommunikation zwi-
schen den unterschiedlichen Zelltypen von großer Bedeutung und führt zu einer ansteigenden
Interesse, komplexe Ko-Kultursysteme aufzubauen (Kirkpatrick et al., 2007).
In einer Studie konnte deutlich demonstriert werden, dass die Präsenz von humanen Osteo-
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blasten die Zellproliferation, Differenzierung und Neubildung von Blutgefäßen von humanen
Nabelschnurendothelzellen unterstützt. Die zwei Zelltypen wurden dafür auf einer 3D Träger-
matrix aus Polyurethan ko-kultiviert (Hofmann et al., 2008).
Eine andere Arbeit beschreibt die Ko-Kultur humaner Osteoblasten mit humanen dermalen
mikrovaskulären Endothelzellen. Es konnte eine VEGF Produktion der Osteoblasten sowie ei-
ne positive Expression des Markers Connexin43 zwischen den beiden Zelltypen nachgewiesen
werden. Connexin43 ist ein Transmembranprotein, welches Zell-Zell Kanäle (gap junctions)
bildet, über die ein direkter Austausch von Molekülen zwischen benachbarten Zellen möglich
ist. Diese Art der Kommunikation deutet auf funktionelles Verhalten der Zellen, welches nur
in Ko-Kulturen realisiert werden konnte (Santos et al., 2009).
Die Kultivierung der aus Meniskusgewebe isolierten Zellen und aus Hautbiopsaten gewonne-
nen mikrovaskulären Endothelzellen in getrennten Kulturgefäßen zeigten nach 12 Tagen ihre
zelltypische Morphologie. Es erfolgten Versuche, die beiden isolierten Zelltypen zusammen
zu kultivieren, um den Einfluss der Zellen zu beobachten. Ko-Kulturen wurden auf einer PET
Membran sowie einem kollagenbasierten Zellträger etabliert um im zweiten Schritt den Einfluss
des Biomaterials auf die Zellen zu analysieren. Bislang erfolgte der Aufbau von Ko-Kulturen
mit Endothelzellen und Meniskuszellen ausschließlich auf synthetischen Membranen (Hoberg
et al., 2009).
Es konnte in den Ko-Kulturvorversuchen, unabhängig von der Trägerstruktur (PET oder kolla-
genbasierte CCC Membran), eine erhöhte VEGF Ausschüttung in den Mono-Kulturen der MZ
festgestellt werden. Dies kann damit begründet werden, dass die Zellen nicht genug Sauerstoff
durch Diffusion erhalten, was in diesem Fall die Zellen zur Produktion von Hypoxie-induzierte
Faktoren anregt (Shweiki et al., 1992). Außerdem zeigt eine Hochregulierung des Endothelzell-
faktors bei Absenz von hmvEZ, dass die hMZ diese durch die erhöhte Ausschüttung von VEGF
anlocken wollen, was dem natürlichen Vorbild eines Meniskus, der vaskularisiert ist entspricht.
In den Ko-Kulturen zeigt sich dagegen durch eine reduzierte VEGF Expression das Verhalten
nicht. Dies beweist, dass die Endothelzellen zur Versorgung der Meniskuszellen beitragen und
für dessen Beibehaltung ihres typischen Zellcharakters in vitro eine wesentliche Rolle spielen.
Die Intensität der VEGF Expression in den Ko-Kultursytemen auf CCC Membranen ist darüber
hinaus am ehesten mit der in vivo Situation im Gewebe zu vergleichen (vgl. Abbildung 5.8 mit
5.1).
Bei den mono-kultivierten hMZ auf einer PET Membran konnte eine Ko-Expression der beiden
Transkripitonsfaktoren RunX2 und Sox9 von über 90% beobachtet werden. Dieses Phänomen
wurde bislang nur bei Vorläuferzellen während ihrer mesenchymalen Kondensation beschrieben,
wenn die Zellen noch nicht in Chondrozyten oder Osteoblasten differenziert sind (Day et al.,
2005). In späteren Differenzierungsstadien supprimieren sich die untersuchten Faktoren Sox9
und RunX2 gegenseitig, um Knorpel- oder Knochengenotyp zu bleiben (Day et al., 2005; Dy
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et al., 2012). Eine Synthese der beiden Faktoren geringerer Extension konnte in der Ko-Kultur
der hMZ mit hmvEZ auf der synthetischen PET Membran nachgewiesen werden, wobei auch
hier beide Marker exprimiert waren. Die Ko-Kulturen auf Fibronektin-beschichteten CCC Mem-
branen zeigten ein schwaches Signal für RunX2 und keine Sox9-positive MZ, was bedeutet,
dass die Meniskuszellen sich in ihrem Differenzierungsstatus befinden und nicht dedifferenziert
sind. RunX2 ist ein meniskustypischer Marker, dessen Expression ebenfalls im Gewebe zu fin-
den ist. Sox9 hingegen lässt sich im Meniskus nicht finden.
Die Ergebnisse der Vorversuche zeigen zusammenfassend einen positiven Einfluss der Scaf-
foldkomposition auf den Differenzierungsstatus der kultivierten Zellen. Dies bedeutet, damit
isolierte primäre Meniskuszellen in der Kultur ihre Funktionalität behalten, ist die Bereitstellung
einer möglichst in vivo ähnlichen Mikroumgebung wichtig. Dazu gehört neben dem Aufbau
einer Ko-Kultur die Verwendung einer geeigneten 3D Kollagen Matrix, sowie die Gewährleis-
tung der Versorgung der Zellen mit Sauerstoff und Nährstoffen. Durch die Realisierung dieser
wichtigen Eigenschaften können langfristig funktionelle Gewebemodelle kultiviert werden.
6.3 Entwicklung geeigneter 3D Trägerstrukturen
Zunächst erfolgte die Evaluation eines geeigneten Biomaterials, um die primären MZ und MSZ
in eine natürliche Umgebung zu versetzen. Viele Forschungsarbeiten haben gezeigt, dass Zellen
in vitro ihre Charakteristika in einer 3D Umgebung besser erhalten, als in einer 2D Kultur-
umgebung (Reboredo et al., 2013). Da es durch die Unterschiede der vorhandenen Gewebe
kein optimales Trägermaterial für alle gibt, erfolgt die Auswahl des Biomaterials gewebe- bzw.
zellspezifisch.
Auf Basis der Kenntnisse, dass Meniskusgewebe neben Wasser hauptsächlich aus Kollagenen
besteht, vornehmlich Kollagen Typ I, erfolgte die Matrixauswahl mit sechs kollagenbasierten
Scaffolds. Hierbei wurden die unterschiedlichen Trägerstukturen mit MZ unterschiedlicher Zell-
dichte besiedelt und nach 7 Tagen in Kultur auf Zellwachstum und -migration untersucht. Die
besten Besiedelungsergebnisse konnten mit einer Zelldichte von 0,5∗106 Zellen in einem 1 ml
Kollagen Typ I Hydrogel erreicht werden, während bei den anderen Trägermatrices die Besiede-
lung als Zellmonolayer auf der Scaffoldoberfläche und keine Migration der Zellen in das Innere
der Matrix erfolgte. Weitere Vorteile des Hydrogels sind die schnelle Matrixumsetzung der
Zellen, die leichte Handhabbarkeit, die Eigenschaft das Gel leicht modellieren zu können und
somit für die klinische Anwendung gut anpassbar ist. Das Hydrogel wird bereits unter GMP
Richtlinien hergestellt, wird als Produkt ChondroFiller von der Firma Amedrix (Esslingen, D)
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betrieben und findet klinischen Einsatz im Knorpelregenerationsbereich. Dies hat Vorteile, das
Kollagen Hydrogel als Biomaterial für ein Implantat zu verwenden. Jedoch müssen die un-
terschiedlich verwendeten Spezies beachtet werden. Das Kollagen wird aus Rattenschwänzen
isoliert und später zum Konstruktaufbau mit humanen bzw. porcinen Zellen besiedelt. Es muss
gewährleistet sein, um Fremdkörperreaktionen ausschließen zu können, dass das Kollagen nach
der Aufarbeitung zellfrei ist, was in Kontrollen von nichtbesiedelten Kollagen-Gelen nachge-
wiesen wurde.
Zur Auswahl eines geeigneten Biomaterials für die MSZ erfolgten ebenfalls Vorversuche mit
insgesamt sechs unterschiedlichen Trägermaterialien und verschiedenen Zelldichten. Die beste
Zellmigration und Integration wurde für die MSZ auf den elektrogesponnenen Trägerstrukturen
sowie im Kollagen I Hydrogel festgestellt, wobei eine erhöhte Matrixproduktion der Zellen in
der Kollagen I/II ES-Matrix zu beobachten war. Dazu wurden 0,5∗106 Zellen auf eine 6 mm
im Durchmesser große Matrix gegeben.
Elektrogesponnene Kollagen I/II Scaffolds
HMSZ im Kollagen Typ I Hydrogel, als 3D Matrix wurden erfolgreich chondrogen differen-
ziert, wobei neben der positiven Kollagen II Synthese, ein knorpelspezifischer Marker, auch
Kollagen X, ein Marker für chondrogene Hypertrophie, von den Zellen exprimiert wurde (Nöth
et al., 2007). Die Induktion der Zelldifferenzierung erfolgte dabei nicht über die 3D Matrixum-
gebung, sondern über Zugabe eines Wachstumsfaktors TGF-β1 bzw. BMP-2. Aufgrund der
bestehenden Vorarbeiten zur Stammzelldifferenzierung in Kollagen I Hydrogelen, erfolgte in
dieser Arbeit die Untersuchung des Differenzierungspotentials der hMSZ auf elektrogesponne-
nen Biomaterialien.
Die Methode des Elektrospinning erlaubt die Herstellung strukturierter Trägermaterialien un-
terschiedlicher Art mit spezifischen Funktionalitäten (Truong et al., 2012). Polymerlösungen
werden zu Nanofaser-Scaffolds versponnen, die ein Zellwachstum neben ausreichender mecha-
nischer Unterstützung erlauben und durch Abstimmung der Fasereigenschaften Zellreaktionen,
wie z.B. Adhäsion, Proliferation und Differenzierung beeinflussen (Kai et al., 2013).
In der vorliegenden Arbeit wurde die Stammzelldifferenzierung ohne die zusätzliche Zugabe
von Wachstumsfaktoren, wie beispielsweise TGF-β in das Kulturmedium, sondern allein durch
eine geeignete 3D Umgebung induziert. Es erfolgte die Entwicklung einer elektrogesponnenen
Komposit-Trägermatrix aus Kollagen Typ I und II, die mit den zuvor charakterisierten mesen-
chymalen Vorläuferzellen, die Differenzierungspotential aufwiesen, besiedelt.
Die Struktur der Komposit-Matrix erfolgte nach dem Vorbild eines nativen Meniskusgewe-
bes. Dieser besteht hauptsächlich aus Kollagen I und nur zu geringen Mengen aus Kollagen
II (Sweigart and Athanasiou, 2001). Das elektrogesponnene Biomaterial wurde aus insgesamt
fünf Schichten aufgebaut, die sich in der Faserausrichtung und der zu verspinnenden Kollagen-
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Polymerlösung unterscheiden. Während die äußeren Schichten aus Kollagen Typ I bestehen,
liegen in der Mittelschicht reine Kollagen Typ II Fasern vor. Schicht 2 und 4 stellen die Über-
gangsschichten zwischen den beiden äußeren Schichten und der Mittelschicht dar, wobei diese
aus beiden Kollagentypen zu gleichen Teilen bestehen.
Die Meniskusoberfläche besteht aus einem Geflecht feiner Fibrillen, die keine bevorzugte Aus-
richtung erkennen lassen. Darunter liegt eine Schicht lamellenartiger Kollagenfaserbündel, die
sich unter verschiedenen Winkeln überkreuzen. Im zentralen Bereich des Meniskusgewebes
können ausgerichtete Kollagenfaserbündel festgestellt werden, die sich in Richtung der größ-
ten Zugspannung ausrichten und parallel zueinander angeordnet sind (Petersen and Tillmann,
1998). Die Ausrichtung der Fasern in der entwickelten Matrix sollen die in vivo Anatomie
widerspiegeln, während nicht ausgerichtete Kollagen I Fasern in den äußeren Bereichen die
parallel angeordneten Kollagen II Fasern in der mittleren Schicht einschließen. Die Faseraus-
richtung konnte mit Hilfe der Rotationsgeschwindigkeit der Kollektorwelle eingestellt werden.
Mit 1500 rpm wurden nicht ausgerichtete und mit 3000 rpm ausgerichtete Fasern erzielt. Es
wurden Durchmesser der Kollagen II Fasern von ca. 200 nm erreicht, was der Fasergröße im
nativen Gelenkknorpel entspricht. Der Durchmesser ist dabei höher, als der der Kollagen I Fa-
sern mit weniger als 100 nm, wobei dies auf die höher konzentrierte Kollagen II Polymerlösung
und damit auf eine höhere Viskosität zurückzuführen ist. Die Kollagen II Fasern sind enger
zusammen gelagert, sodass weniger Hohl- und Zwischenräume zwischen den versponnenen
Fasern resultieren. Zudem trägt die parallele Faserausrichtung zu einer dichteren und weniger
porösen Matrix bei.
Zur Stabilisierung der Kollagenschichten erfolgten Versuche mit vier unterschiedlichen Ver-
netzungszeiten mit dem Crosslinker HMDI, der in der Konzentration von 10% in Isopropanol
verwendet wurde. Es war bekannt, dass die verwendeten Kollagentypen jeweils eine unter-
schiedliche Quervernetzungsdauer benötigen (Schürlein, 2011). Während in vorhergehenden
Arbeiten elektrogesponnene Trägermatrices aus Kollagen Typ I Fasern 1h gecrosslinkt wur-
den, dauerte der Crosslinkprozess für Matrices die aus reinen Kollagen Typ II Fasern bestehen
4h (Li et al., 2005; Schürlein, 2011). Daher erfolgte eine Versuchsreihe, Kol I/II ES-Matrices
1h, 2h, 3h und 4h lang querzuvernetzen. In Vorarbeiten erfolgten Versuche die Kollagen I/II
ES-Matrix mit weiteren Vernetzern, wie Glutaraldehyd oder dem nicht zelltoxischen Querver-
netzer 1 Ethyl 3(3dimethylaminoprepyl)carbodiimid zu stabilisieren (Schwab, 2013). Jedoch
waren die Ergebnisse dabei nicht vielversprechend, da die Scaffolds eine starke Kontraktion so-
wie ein Verschmelzen der Fasern aufwiesen. Somit wurden die Zellversuche im Rahmen dieser
Arbeit mit dem Crosslinker HMDI durchgeführt. HMDI bindet Rückstände von Lysinen oder
Hydroxylysinen und wird überwiegend für kollagenbasierte Biomaterialien verwendet (McKen-
na et al., 2012). Permacol®, von der Firma Covidien (IRL) ist ein biologisches Implantat aus
dermalem Schweinekollagen und wird beispielsweise zur Rekonstruktion in der Thoraxchirurgie,
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zur aparoskopischen Versorgung eines großen Narbenbruchs oder als partieller Zwerchfellersatz
eingesetzt (Anegg et al., 2011). Es besitzt spezielle Eigenschaften, die eine Reparatur von
defekten Weichgeweben durch Integration und Gefäßneubildung bei geringem Adhäsionsrisiko
ermöglichen. Das Kollagen Biomaterial wird mit HMDI quervernetzt und ist dadurch dauer-
haft und stabil in seiner Struktur. Studien zeigten keinen Unterschied der Antworten zwischen
den quervernetzten und nicht quervernetzten Trägermaterialien in vitro und in vivo (Cornwell
et al., 2009; Ashwin et al., 2012; Cavallo et al., 2013).
Die Zellviabilität der quervernetzten Scaffolds auf mesenchymale Stammzellen wurde mittels
dem WST-1 Test untersucht und es konnte keine toxische Wirkung analysiert werden (Schwab,
2013). Dies wurde auch in den erfolgten Zellversuchen belegt, bei denen vitale Stammzellen
auf der ES-Matrix mit der Lebend-Tot-Färbung nachgewiesen wurden, die proliferieren und
differenzieren.
Differenzierungsverhalten von MSZ auf Kol I/II ES-Matrices
Die Interaktion der humanen mesenchymalen Stammzellen mit der Kol I/II ES-Matrix wurde
histologisch, immunhistologisch und auf Proteinebene untersucht.
Es gibt zahlreiche Entwicklungen von Trägerstrukturen, die sich beispielsweise im Rohmate-
rial, der Form, Beschaffenheit, Festigkeit, Porengröße, Oberflächentopografie, -beschichtung
und -funktionalisierung unterscheiden. Je nach Anwendungsgebiet sind diese Faktoren zellspe-
zifisch zu bestimmen, um eine optimale Besiedelung mit Zellen in vitro zu generieren. Einige
3D Biomaterialien, die entwickelt werden, erlauben keine Migration der Zellen ins Innere und
weisen stattdessen nur ein Besiedeln an deren Oberflächen auf, wie auch in dieser Arbeit bei
der Auswahl der Biomaterialien gezeigt wurde. Eine Zellmigration in die bereitstehende Träger-
struktur ist notwendig, um Gewebekonstrukte entwickeln zu können. Natives Gewebe, bei dem
eine homogene Anordnung der Zellen in ihrer EZM nachzuweisen ist, gelten dabei als Vorbild.
Wachsen Zellen in Schichten neben- oder übereinander, entspricht das nicht der natürlichen
Gewebestruktur und ist artifiziell, was zu einer veränderten Zellkommunikation und einem ver-
änderten Zellverhalten führt. Zu beachten bei der Biomaterialauswahl und -entwicklung, um
mit lebenden Zellen ein funktionelles Gewebe zu erreichen, ist zum einen die Degradierbarkeit
des Materials (Stevens and George, 2005). Zellen benötigen für die Besiedelung und Einwan-
derung in eine Matrix und weiter für einen eventuellen Umbau der gegebenen Trägerstruktur
bis zur Produktion der eigenen EZM eine bestimmte Zeit. In diesem Zeitraum sollte die Matrix
ein stabiles Trägerkonstrukt für die Zellen sein. Zum Anderen spielt die Aktivierung der spezi-
fischen Zell-Materialinteraktionen und eine 3D Umgebung, die die EZM zu Beginn nachahmt
eine wesentliche Rolle (Stevens and George, 2005). Dazu zählen auch Modifizierungstechniken
von 2D Oberflächen und 3D Scaffolds mit bioaktiven Signalen, um eine spezifische Bindung
zu veranlassen. Grafahrend et al. konnte beispielsweise durch kovalente Modifizierung von zell-
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adhäsionsvermittelnden Peptiden an hydrophilen Fasern einer 3D elektrogesponnenen Matrix
eine spezifische Bioaktivierung schaffen, um damit eine Zelladhäsion zu erreichen (Grafahrend
et al., 2011).
Es wurde in einer anderen Studie gezeigt, dass die Mikrostruktur einer Oberfläche, sowie die
Porengröße eines Materials ebenfalls Einfluss auf die Zellbesiedelung der Hohlräume sowie
auf die Zellkommunikation nehmen (Gorgieva et al., 2014). Eigenschaften eines Biomaterials
können so angepasst werden, dass gezielt Vitalität von Zellen und ihre Genotypentwicklung
bestimmt werden.
Der Nachweis der Zellmigration auf den 5-schichtigen ES Matrices erfolgte mittels fluoreszenz-
markierten Stammzellen über die ersten sieben Tage. Bereits nach vier Tagen statischer Kultur
der zellbesiedelten Kol I/II ES-Scaffolds konnte ein Zelleinwandern bis in das Innere der Matrix
erreicht werden. Eine solche Zelleinwanderung konnte erstmals in elektrogesponnnenen Trä-
germaterialien gezeigt werden. Mit fortlaufender Kulturdauer proliferieren die Zellen auf dem
Biomaterial weiter und synthetisieren Matrix. Dieses Verhalten ist vor allem in den kultivierten
Proben mit Stammzellmedium MSCGM-CDr+2% FCS zu erkennen, das zudem auch in der
Bestimmung des DNA Gehalts belegt wurde. Die Proliferation im chondrogenen Differenzie-
rungsmedium fällt dabei geringer aus. Dies ist damit begründet, dass das verwendete Medium
nicht zur Proliferation der Zellen anregt, sondern zur Differenzierung der Zellen. Die Zusätze
für das chondrogene Differenzierungsmedium sind aus der Literatur bekannt und dementspre-
chend gewählt und verwendet worden (Johnstone et al., 1998; Yoo et al., 1998; Noth et al.,
2002; Nöth et al., 2007). Eine Differenzierung der hMSZ in Chondrozyten lässt sich zum einen
mit der GAG Messung belegen (Kock et al., 2013). Wird die gemessene GAG-Menge auf den
DNA Gehalt einer Probe normiert, so lässt sich eine ansteigende GAG Zunahme der Zellen über
die gesamte Kulturdauer von 21 Tagen im chondrogenen Medium erkennen. Der Anteil GAG
pro DNA der Proben in MSCGM-CDr+2% FCS Medium verzeichnet hingegen eine leichte
Abnahme über die Zeit. Diese Reduzierung kann mit der signifikant hohen Zellproliferation in
diesem Medium begründet werden. Beachtenswert ist in diesem Medium allerdings, dass der
GAG Anteil der Proben über die Zeit steigt. Was bedeutet, dass die Zellen nicht aufgrund des
Mediums differenzieren, sondern das bereitstehende Biomaterial die Zelldifferenzierung anregt.
Diese Beobachtung wurde weiter nachgeforscht und in der Histologie und Proteinchemie un-
tersucht.
Mesenchymale, aus dem Knochenmark isolierte Stammzellen fanden bereits in anderen Arbei-
ten ihren Einsatz als Unterstützung der Meniskusheilung. Angele et al. besiedelte Komposit-
Matrices aus Hyaluronsäure und Gelatine mit MSZ und kultivierte das zellbesiedelte Konstrukt
in chondrogenem Differenzierungsmedium vor, bevor es in Kaninchen implantiert wurde. Das
Implantat zeigte nach drei Monaten einen erhöhten Anteil an meniskustypischem Faserknor-
pel, was zum einen durch die passende Umgebung für die Zellen durch das Komposit-Scaffold
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induziert wurde. Zum anderen sind die Zellen bereits in einer Knorpelmatrix eingebettet und
synthetisieren Knorpelgewebe, dass das Implantat gegen biomechanische Kräfte vor Ort stabi-
lisiert (Angele et al., 2008). In einer weiteren Studie wurden Fibrinclots mit und ohne Stamm-
zellen in eine operativ hergestellte Meniskusverletzung im avaskulären Bereich eingefügt und
deren Heilungsfähigkeiten analysiert. Allerdings konnte hierbei keine verbesserte Heilung durch
die Zugabe der Stammzellen im Clot erreicht werden (Port et al., 1996). Dies kann durch einen
mangelnden Differenzierungsimpuls der Zellen, sei es über eine geeignete Trägerstruktur oder
mit Wachstumsfaktoren im Medium begründet sein. Murphy et al. konnte hingegen durch eine
Injektion von Stammzellen in Hyaluronsäure in ein Kniegelenk nach einer Meniskektomie einen
positiven Effekt für die Meniskusregeneration beschreiben, was wiederum das Potential von
Stammzellen für die Heilung von Meniskusdefekten unterstützt (Angele et al., 2008).
In dieser Arbeit konnte die Differenzierung von Stammzellen in Chondrozyten durch ein struk-
turiertes Biomaterial induziert werden. Durch die Kombination von Kollagen Typ I und II, die
unterschiedliche Ausrichtung und Porengröße der Fasern sowie der schichtweise Aufbau der
Matrix begünstigt die Zellen, einzuwandern und durch die geeignete Mikroumgebung sich in
ein spezifischen Zellphänotyp, den Fibrochondrozyt zu differenzieren. Die Experimente zeigten
unabhängig der Vernetzungsdauer der Scaffolds keinen Unterschied auf das Wachstum, die
Einwanderung und Differenzierung der hMSZ. Die Zelldifferenzierung wurde in der Immun-
histologie sowie auf Proteinebene mittels PCR Analyse bestätigt und lassen sich in allen vier
verwendeten Medien feststellen. Knorpelspezifische Marker, wie Aggrekan und Kol II zeigen in
gewissen Bereichen der Matrix eine positive Färbung, die über die untersuchte Zeit zunimmt.
Ebenso deutet die Blaufärbung der Zellmatrix in der Alcianblau Färbung auf die Produktion von
sauren Proteoglykane hin, die wichtige Bestandteile der Knorpelmatrix sind (Schinagl et al.,
1997; Nguyen et al., 2011). Eine stärkste Blaufärbung zeigte sich in der Probe im chondroge-
nen Medium mit TGF-β, äquivalent zu den immunhistologischen Färbungen gegen Kollagen I,
II und Aggrekan. Die Färbung der besiedelten Scaffolds mit dem Transkriptionsfaktor Sox9, der
die Chondrogenese von Stammzellen induziert und somit als Marker für chondrogene Progeni-
torzellen gilt, zeigte keine Expression. Dies bedeutet, dass sich die Zellen auf dem Biomaterial
bereits nach 14 Tagen Kultur in einem vorgeschrittenen Differenzierungsstadium befinden. Zur
weiteren Einordnung des Differenzierungsstadiums der Zellen erfolgten zusätzlich Färbungen
mit dem Antikörper RunX2, ein Transkriptionsfaktor der mit Osteoblastendifferenzierung as-
soziiert wird und ein Marker für hypertrophe Chondrozyten darstellt. Die Hochregulierung von
RunX2 synthetisiert Kollagen Typ X, der in der kalzifizierten Knorpelzone vorkommt und ein
meniskusspezifischer Kollagentyp darstellt (Day et al., 2005; Akiyama, 2008; Zuscik et al.,
2008). Zudem wird die VEGF Konzentration erhöht, was zur Stimulation von Angiogenese
beiträgt und zum Einwachsen von Blutgefäßen führt, indem Endothelzellen aktiviert werden
(Pufe et al., 2005). Die Untersuchungen der zellbesiedelten Kol I/II ES-Matrices gegen RunX2
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und Kollagen X resultierte in einer positiven Rotfärbung unabhängig vom Medium, in dem
kultiviert wurde. Eine durchgehend positive Kol X Expression über die gesamte Kulturdauer in
allen Medien konnte auch in der PCR nachgewiesen werden. Die Expression des Markers Kol I,
ein Matrixprotein aus welchem der Meniskus hauptsächlich besteht, war ebenfalls positiv und
mit dem Housekeeping-Gen Ef1α vergleichbar, während in der Immunhistologie die Färbein-
tensität von Kol I über die Zeit minimal abgenommen hat.
Neben einem geeigneten Biomaterial spielen Wachstumsfaktoren in der Zell- und Gewebe-
entwicklung in vitro und in vivo eine entscheidende Rolle. TGF-β führt zu einer steigernden
Proteoglykan- und/oder Kollagensynthese in unterschiedlichen Tiermodellen (Webber et al.,
1985; Pangborn and Athanasiou, 2005a,b).
In dieser Arbeit erfolgte eine quantitative Messung der Zellzahl und des Proteoglykangehalts
der MSZ auf den Kol I/II ES-Matrices. In dem Wachstumsmedium sowie in dem chondrogenen
Differenzierungsmedium konnte ein kontinuierlicher Anstieg der Zellzahl und des Proteoglykan-
gehalts über die untersuchte Zeit von 21 Tagen nachgewiesen werden. Pabbruwe et al. konnten
durch Zugabe von TGF-β als Differenzierungsfaktor für MSZ keine Verbesserung der Integrati-
on von Meniskusgewebe, sondern eine Hemmung des Prozesses beobachten (Pabbruwe et al.,
2010). Dies bedeutet, dass Stammzellen, die in Wachstumsmedium kultiviert werden, bessere
Heilungschancen haben als vordifferenzierte Zellen. Aufgrund der Tatsache, die Zellen über die
gegebene Matrix und nicht über zusätzliche Wachstumsfaktoren differenzieren zu können, hat
die entwickelte Matrix eine relevante Bedeutung für die Verwendung in klinischen Studien.
Die alternative Zellquelle zu chondrogen differenzierte MSZ sind primäre Chondrozyten. Es
gibt allerdings Beobachtungen, dass aus Knorpelgewebe isolierte Chondrozyten und Menis-
kuszellen eine verlangsamte Integrationsfähigkeit zeigen (Pabbruwe et al., 2010). Zudem sind
Chondrozyten nur begrenzt in einem Organismus vorhanden und es muss ein gesundes Stück
Knorpel für deren Isolation explantiert werden.
Ein optimales Implantat für Knorpel- oder Meniskusschäden würde demnach aus einem geeig-
neten Biomaterial aufgebaut sein, das für undifferenzierte Stammzellen die optimale Mikroum-
gebung darstellt und über eine ausreichend mechanische Festigkeit verfügt, die Druckkräften
vor Ort standhält.
Durch die Kombination von MSZ auf Kol I/II ES-Matrices, welche in MSCGM-CDr+2% FCS
Medium kultiviert wurden, konnte erstmals eine tiefe Integration in die Matrix und weiter oh-
ne die Zugabe eines Wachstumsfaktors eine spontan chondrogene Differenzierung der Zellen
nachgewiesen werden. Dieses Konstrukt in dieser Kombination könnte die Heilungschancen
eines Knorpeldefekts verbessern und ist eine mögliche Alternative für die Knorpelregeneration.
Zur Eignung der Kol I/II ES-Matrices als Implantat müssen allerdings noch mechanische Tests
durchgeführt werden, um deren Festigkeit zu prüfen.
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6.4 Aufbau eines vaskularisierten 3D
Meniskuskonstrukts
Für die Entwicklung eines klinisch relevanten Implantats ist neben der Bereitstellung einer ge-
eigneten Matrix die Vaskularisierung von großer Bedeutung (Liu et al., 2012b). Zum einen für
die Nährstoffversorgung des Konstrukts und zum anderen für die Anbindung des Konstrukts
an den Organismus, um die Weiterversorgung direkt nach der Implantation gewährleisten zu
können. Rouwkema et al. konnten zeigen, dass humane Nabelschnurendothelzellen fähig dazu
sind, in einem in vitro gezüchteten Knochengewebe ein 3-dimensionales prevaskuläres Netz-
werk auszubilden (Rouwkema et al., 2006).
Durch die Kombination zweier Trägerstrukturen, der BioVaSc®-Matrix und dem Kollagen Hy-
drogel, konnte ein vaskularisiertes 3D Meniskuskonstrukt aufgebaut werden. Beginnend mit
der Anordnung, respektive des natürlichen Aufbaus eines Meniskus, die Blutgefäße im äußeren
Bereich zu lokalisieren und im inneren Drittel ein avaskuläres Knorpelgewebe aufzubauen, die
zum optimalen Zell-Matrix-Verhältnis verhalf. Durch die Auswanderung von MZ aus dem Kol-
lagen Hydrogel in die Submucosa der BioVaSc® und deren Matrixbildung erfolgte ein Verbund
der beiden Biomaterialien zu einem Gewebekonstrukt. Dennoch trennte sich zu ca. 60% der
Ansätze das Hydrogel während des Schneidens und Färbens durch Artefakte von der Matrix.
Ein weiterer Vorteil der BioVaSc®-Matrix ist die Erhaltung des arteriellen und venösen An-
schlusses, über die das Konstrukt bei einer Implantation an den körpereigenen Blutkreislauf
angeschlossen werden kann. Ein solches Ko-Kultursystem wurde erstmals in einer Dimension
von ca. 27 mm Breite, 35 mm Länge und 10 mm Höhe unter dynamischen Kulturbedingungen,
wie die Berücksichtigung der Scherbeanspruchung der mvEZ in den Gefäßstrukturen aufge-
baut. Die Verwendung der BioVaSc® erlaubt sowohl die physiologische Versorgung der Zellen
über ein Gefäßsystem als auch eine neuartige, vaskularisierte Matrixhülle für eine mit MZ be-
ladenen Kollagenmatrix. Die aufgebauten 3D Meniskusersatzgewebe hatten eine vergleichbare
Dimension mit einem ausgewachsenen, nativen humanen Meniskus. Die durchschnittliche Brei-
te eines lateralen Meniskus eines Mannes beträgt 30,7 mm (Standardabweichung [SD]=3,5),
die Länge beträgt 33,7 mm (SD=4,3) (Yoon et al., 2011). Abbildung 6.1 zeigt ein Beispiel
eines 3D Meniskuskonstrukts in seiner Größe, dessen Breite ca. 27 mm und die Länge ca.
35 mm beträgt. Zusätzlich ist im Bild das Gefäß- und Kapillarsystem der BioVaSc® grün
angefärbt.
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Abbildung 6.1: 3D Meniskuskonstrukt mit angefärbtem Blutgefäßsystem.
Die primären mikrovaskulären Endothelzellen, die aus der Dermis isoliert wurden, können für
die erfolgreiche Rebesiedelung der zuvor azellularisierten Gefäße eingesetzt werden. Es konnten
nach insgesamt 21 Tagen Kulturdauer in vier von fünf Versuchen vitale Zellen in den Gefäß-
strukturen der BioVaSc® beobachtet werden. Dies wurde sichtbar durch die Umsetzung der
Zellen des gelben Formazans in eine blau violette Färbung. Makroskopisch ist die erfolgreiche
Rebesiedelung bis in kleinste Verästlungen zu erkennen. Bei Versuch 5 waren nur im Bereich
der Gefäßanschlüsse vitale Zellen zu beobachten, während die Gefäßstrukturen des Lumens
nicht mit Zellen rebesiedelt wurden. Da die BioVaSc® eine natürliche Matrix darstellt, die aus
unterschiedlichen Spendertieren explantiert wird kann es zu Spenderabhängigkeiten kommen.
Geringe Abweichungen in Struktur, Qualität und Größe sind unvermeidbar. Obwohl sie mit
demselben Protokoll azellularisiert werden, können Unterschiede in der Erhaltung der Gefäß-
strukturen vorkommen, wie beispielsweise die Menge des Rückflusses, die von der Dichtheit
des Gefäßsystems abhängig ist und variieren kann.
Bei den Versuchen 1,2 und 4 wurden vitale MZ im Querschnitt des gesamten Hydrogels
nachgewiesen, während in Versuch 3 die Intensität der Blaufärbung zurückging und nur am
äußeren Rand des Hydrogels und in Versuch 5 keinerlei Blaufärbung zu erkennen war. Diese
Tatsache beweist, dass die mvEZ eine wichtige Rolle bei der Versorgung der MZ durch den
Austausch von Sauerstoff und Nährstoffen im Lumeninneren übernehmen. Versuch 5, bei dem
keine erfolgreiche Rebesiedelung des Gefäßsystems im Lumen erfolgte, überlebten die MZ im
Gel durch mangelnde Närhstoffversorgung nicht. So auch in Versuch 3 zu erkennen, bei diesem
vitale mvEZ nur in den Hauptgefäßen zu finden sind und damit die Versorgung nicht für das
gesamte zellbesiedelte Hydrogel ausreicht, sondern ausschließlich die MZ im Randbereich und
nicht die tiefer liegenden Zellen ausreichend versorgt werden. Bedingt durch die kritische Größe
des Konstrukts, dessen Breite und Länge jeweils zwischen 20 und 35 mm und dessen Höhe
ca. 10 mm beträgt, ist eine Vaskularisierung notwendig, da Zellen in einem Gewebekonstrukt
mit einer Tiefe größer als 8 mm durch Diffusion nicht überleben können (Walles et al., 2003).
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Die selbe Situation wurde auch in den statischen Kontrollen beobachtet. In einem mit MZ
besiedelten Kollagen-Typ-I Hydrogel, welches in einem Stück BioVaSc® ohne Rebesiedelung
mit mvEZ kultiviert wurde, ließen sich ebenfalls keine vitalen Zellen im Gel nachweisen. Wurde
das zellbeladene Hydrogel in einem Falcon statisch kultiviert, konnten nur die MZ, die direkt
mit dem Nährstoffmedium in Kontakt waren, überleben. Das Sterben von primären Zellen in
der statischen Mono-Kultur ohne Vaskularisierung konnte auch in der Kultur anderer 3D Bio-
materialien, beispielsweise einem Komposit-Scaffold aus Kol I und II, gezeigt werden. Vitale
hMSZ im Scaffoldinneren zeigten sich ausschließlich unter dynamischen Kulturbedingungen
eines pulsatilen Flusses und einer erfolgreich rebesiedelten BioVaSc® mit hmvEZ (Schwab,
2013).
Das Kollagen I Hydrogel war nach der gesamten Kulturdauer mit der umliegenden BioVaSc®-
Matrix zusammengewachsen und bildeten eine Einheit. Die Verbindung lässt sich durch die
Einwanderung der MZ in die Krypten und maximal bis zur Lamina muscularis der Darmma-
trix beweisen. Nach der Kulturdauer von drei Wochen war eine dreidimensionale gewebeartige
Masse im Lumen zu erkennen. Das Hydrogel hat im Vergleich zu Versuchsbeginn an Festigkeit
zugenommen. Bei erfolgreicher Rebesiedelung erhalten die Endothelzellen unter dynamischen
Kulturbedingungen eines pulsatilen Flusses ihre zelltypischen Marker, wie z.B. vWF, ein Gly-
koprotein im Blut, das bei der Hämostase eine wichtige Rolle spielt. Durch die Entwicklung
von kleinsten Gefäßstrukturen in der Darmwand der BioVaSc®, die in den immunhistologi-
schen Analysen und im MTT Test gezeigt sind, kann eine für das Meniskusgewebe typische
Reorganisation der Zellen belegt werden. Durch die Kommunikation der Meniskuszellen mit
Endothelzellen, können diese zur Neovaskularisation induziert werden. Der Vorgang der Ge-
fäßneubildung ist mit einer lokalen Überproduktion des Endothel Wachstumsfaktors VEGF
assoziiert, welches von den Meniskuszellen gebildet wird und einer der wichtigsten Wachs-
tumsfaktoren für die Neoangiogenese ist (Adair and Montani, 2010).
Es gibt Untersuchungen, die Ausbildung von tubulären Strukturen von Endothelzellen in vitro
unter hypoxischen Bedingungen zu verbessern (Duyndam et al., 2006). Weiter können Hypoxie-
induzierbare Faktoren die VEGF Genexpression in hypoxischen Geweben aktivieren (Kelly et al.,
2003). Durch das Fehlen eines Luftfilters im Bioreaktorsystem, erfolgte während der gesamten
Kulturdauer kein Gasaustausch mit der Umgebungsluft, die aus rund 20% Sauerstoff besteht.
Zu vermuten ist daher ein geringerer Sauerstoffgehalt im Glasbioreaktor, der zu der Gefäßneu-
bildung beitragen könnte. Dies sollte in weiterführenden Experimenten untersucht werden, um
eine eventuelle auftretende Hypoxie nachzuweisen, die Auswirkung auf die Vitalität und Cha-
rakterisierung der Zellen hat. Im Hydrogel, welches im Lumen der BioVaSc® vorliegt, sind die
Meniskuszellen in einer 3D Kollagenmatrix eingeschlossen. Durch die EZM der BioVaSc® im
äußeren Bereich ist das Konstrukt abgeschlossen und Nährstoffe können ausschließlich durch
Diffusion ins Innere eindringen. Es ist bekannt, das hypoxische Kulturbedingungen die in vitro
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Kultur von Chondrozyten begünstigen, deren Überlebensrate und Proliferationsrate steigern
und der Dedifferenzierung entgegenwirken (Schrobback et al., 2012).
Die immunhistochemische Analyse der Meniskuszellen im Gel zeigte, neben der positiven
VEGF Expression im äußeren Bereich des 3D Ko-Kulturkonstrukts, eine RunX2 und Kolla-
gen X Synthese. RunX2 trägt über die Chondrozyten Hypertrophie und dem Matrixabbau
zur Kniegelenkarthrose bei (Kamekura et al., 2006). Kollagen X ist ein mensikusspezifischer
Marker, der ebenfalls im Stadium der Hypertrophie von Chondrozyten eine Rolle spielt. Das
Meniskusgewebe ist nicht mit dem hyalinen Knorpel gleichzusetzen. Während die Chondroblas-
ten eines hyalinen Knorpels die typischen knorpelzellspezifischen Marker wie Sox9, Kollagen
II und Aggrekan exprimieren, sind Fibrochondrozyten im Meniskusgewebe typischerweise mit
hypertrophen Chondrozyten zu vergleichen, die eine erhöhte Expression von Kollagen I und
Kollagen X aufweisen (Verdonk et al., 2005).
Die Produktion saurer Proteoglykane der Meniskuszellen im aufgebauten Konstrukt konnten
mittels der Alcianblau Färbung nachgewiesen werden. In den Bildern der Immunhistologie des
nativen Meniskuskontrollgewebes sind die Proteoglykane in der Pentachrom Färbung deutlich
blau angefärbt, vor allem im inneren Drittel. Eine deutliche Gelbfärbung des Positivgewebes
im mittleren Drittel kann in der Pentachrom Färbung festgestellt werden, was auf fibrogenes
Gewebe zurückzuführen ist. Die Fibrose, als Folge einer Verhärtung des Bindegewebes blieb
im nachgebauten 3D Meniskuskonstrukt aus. Für das Erreichen ist beispielsweise die mecha-
nische Stimulation des gezüchteten Gewebes mit einem speziell angefertigten Bioreaktor eine
mögliche Lösung.
Der im Rahmen dieser Arbeit entwickelte Bioreaktor könnte dafür in zukünftigen Experimenten
genutzt werden. Durch Kompressionskräfte könnten die Kollagenfasern im Hydrogel verdichtet
werden, wobei eine Verhärtung des Gewebes die Folge sein kann. Jedoch stellt sich die Fra-
ge, ob der Aufwand einer dynamischen Kultur wirklich notwendig ist. Die Entwicklung eines
Bioreaktors, sowie die Kultivierung des Implantats damit sind kosten- und zeitintensiv. Für die
Implantatherstellung unter GMP Richtlinien muss deshalb geprüft werden, ob ein solches Bio-
reaktorsystem notwendig ist. Ergebnisse eines Großtierversuchs im Schwein oder Pferd könnten
dabei entscheidend sein, um diese Fragestellung zu klären. Durchaus könnten die Bewegungen
in vivo ausreichend sein, die Zellen in der richtigen Matixumgebung mit den noch fehlenden
Stimuli zu versorgen.
Die Übertragung der humanen vaskularisierten Implantate auf das porcine Modell erfolgte als
Vorbereitung für die Durchführung zulassungsrelevanter Tierversuche. Die beiden Spezies, hu-
man und porcin, mit diesen die Konstrukte aufgebaut wurden, sind im immunhistochemischen
Vergleich annähernd identisch, womit die Aussagen der Ergebnisse für beide Modelle gelten.
Die Markerexpressionen in der immunhistochemischen Analyse sind kaum zu unterscheiden, bis
auf den Faktor VEGF, der bei dem porcinen Modell im gesamten Konstrukt nachzuweisen war,
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während die VEGF Expression beim humanen Modell auf das äußere Drittel beschränkt war.
Ein Grund dafür kann das Alter der isolierten Meniskuszellen sein. Die Isolation der humanen
Meniskuszellen erfolgte aus nekrotischen Geweben, die porcinen Zellen wurden aus Menisken
von jungen, gesunden Schweinen isoliert. Begründet mit der Tatsache, dass ein Meniskus im
Kindesalter komplett vaskularisiert ist, exprimieren die juvenilen Meniskuszellen entsprechend
mehr VEGF als die adulten.
Eine weitere Möglichkeit, die Fibrose einzuleiten, neben der biophysikalischen Stimulation, kann
die Zugabe von spezifischen Zytokinen oder Wachstumsfaktoren, beispielsweise TGF-β in das
Kulturmedium, oder die Bindung dieser an das Biomaterial sein. Zum Aufbau der 3D Me-
niskuskonstrukte wurde zur Kultivierung Wachstumsmedium ohne Zugabe jeglicher Faktoren
verwendet. Jedoch ist zu beachten, dass die Anwendung von Zytokinen und Wachtumsfaktoren
nicht GMP tauglich und somit in Implantatherstellprozessen auszuschließen sind.
6.5 Bioreaktorentwicklung und ihre Anwendung im
Tissue Engineering
Tissue Engineering ist ein interdisziplinäres Forschungsfeld, in dem Biologen, Chemiker, Medi-
ziner und Ingenieurwissenschaftler eng zusammenarbeiten. Die Wichtigkeit dieses Zusammen-
spiels der unterschiedlichen Grundlagentheorien ist in dieser Arbeit aufgezeigt.
Die Ingenieurwissenschaft beschäftigt sich im Bereich des Tissue Engineering, neben der Ent-
wicklung von Druckern für die Biomaterialentwicklung, größtenteils mit dem Entwickeln von
Bioreaktorsystemen für die Zellkultur. Es gibt sie in den unterschiedlichsten Ausführungsfor-
men: Spinnerflasks, Perfusionsbioreaktoren mit und ohne mechanischer Deformation, Kompres-
sionsreaktoren, Dehnungsreaktoren, Bioreaktoren mit Zugspannung, um nur wenige Systeme
zu nennen (Minuth et al., 2005; Schulz and Bader, 2007; Kahlig et al., 2013; Subramony
et al., 2013). Oftmals sind die entwickelten Systeme nicht effizient und kostenintensiv. Sie be-
nötigen zum einen oft mehr Zellkulturmedium als statische Kulturgefäße. Zum anderen muss
die Handhabung solcher Systeme unter aseptischen Bedingungen, sowie die Verwendung von
ausschließlich biokompatiblen und autoklavierbaren Werkstoffen bei der Entwicklung berück-
sichtigt werden. Systeme mit einer Komponentenanzahl, die auf ein Minimum begrenzt ist,
sind für die spätere Verwendung von Vorteil.
Hansmann entwickelte PC-gesteuerte Inkubatoren mit hoher Robustheit, einer Klimarege-
lung, einem Temperatursensor, einem CO2-Konzentrationssensor und integrierten Rollerpum-
pen (Hansmann, 2010). Kommerziell erhältliche Inkubatorschränke sind gegenüber den an
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Bioreaktoren angepassten Inkubatoren von Nachteil, da keine Bereiche zur Unterbringung der
elektrischen Reaktorbauteile vorgesehen sind. Zudem ist das Verbinden der Reaktoren an eine
externe Strom- und Gasversorgung durch die Tür eines Inkubatorschranks nur sehr einge-
schränkt möglich (Hansmann, 2010).
Für die dynamische Kultivierung der Meniskuskonstrukte wurden Perfusionsreaktoren aus
Glas und die dafür angepassten Inkubatoren verwendet. Die erhaltenen Gefäßstrukturen der
BioVaSc®-Matrix wurden unter pulsatilem Fluss mit Kulturmedium perfundiert und dabei der
natürliche Blutfluss simuliert. Der Druck im Bioreaktorsystem konnte mittels eines eingebauten
Druckreglers und einem Drucksensor online verfolgt werden. Durch die Nachahmung der Biolo-
gie des Gewebes mit Hilfe der Biomaterialentwicklung und durch die dynamische Kultivierung
im Glasbioreaktor erfolgte die Entwicklung eines lebensgroßen, vitalen und funktionellen 3D
Meniskus Ersatzgewebes. Die Endothelzellen erhalten in diesem System den nötigen Reiz ihren
zelltypspezifischen Charakter beizubehalten, funktional die erhaltenen Gefäßstrukturen bis in
die kleinsten Verästlungen der azellularisierten Matrix auszukleiden und Angiogenese durchzu-
führen. Die Endothelzellen, sowie die in Hydrogel eingebetteten Meniskuszellen im Lumeninne-
ren blieben durch die äußere Versorgung über die gesamte Kultivierung vital. Beide Zelltypen
exprimierten ihre zelltypischen Marker. Allerdings synthetisierten die MZ kein eigenes Kollagen
Typ I, aus welchem der Meniskus größtenteils besteht und ein typischer Matrixbestandteil des
Gewebes darstellt. Fraglich ist, ob die Funktion des verwendeten Perfusionsreaktors ausreicht,
oder ob ein weiteres Bioreaktorsystem die Matrixsynthese der Meniskuszellen anregen kann.
Aus diesem Grund erfolgte die Entwicklung eines neuartigen Bioreaktorsystems, mit Hilfe des-
sen in Zukunft die Zellen im 3D Konstrukt mit mechanischer Druckkraft und Scherspannung
stimuliert werden können. Die Bioreaktorentwicklung beinhaltet die Prüfung auf Biokompatibi-
lität, Autoklavierbarkeit sowie die Berücksichtigung einer einfachen Handhabung des Systems.
Dazu wurden Materialien wie PEEK verwendet, die diese Bedingungen erfüllen und das gesamte
System aus so wenig wie möglichen Einzelteilen konstruiert. Auch auf modulare Bauweise, um
in Zukunft bei Gebrauch mehrere Systeme gleichzeitig anzutreiben wird wert gelegt. Vorstell-
bar ist z.B. ein aneinander schalten von mehreren Reaktorsystemen, wie der hier Entwickelte
über die Komponente der Welle. Zur Praktikabilität der Systeme gehört ebenfalls, dass diese
platzsparend sind.
Für das zu kultivierende Implantat wurde ein Verfahrtisch konstruiert, auf dem das Meniskus-
konstrukt mit einem Rahmen eingespannt werden kann. Damit soll die Fixierung der äuße-
ren Meniskushörner, wie sie im natürlichen Kniegelenk vorzufinden ist, simuliert werden. Der
Verfahrtisch ist auswechselbar, um zukünftig auch andere Proben, Gewebekonstrukte oder
-modelle in dem Bioreaktorsystem kultivieren zu können. Die Probe befindet sich während
der Kultur in einem abgeschlossenen Raum, der mit Medium befüllt werden kann, so dass
das Konstrukt nicht trocken fällt und mit Medium versorgt ist. Ein weiterer Medienkreislauf
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versorgt die Endothelzellen, die die Gefäßstrukturen auskleiden über den arteriellen Zugang
und venösen Rückfluss der BioVaSc®-Matrix. Die Druckkraft auf das Konstrukt soll über ein
pneumatischen Druckzylinder von unten bewerkstelligt werden. Dabei drückt ein verfahrbarer
Stempel das auf dem Verfahrtisch liegende Konstrukt gegen einen Mörser, der auf einer Wel-
le über dem Verfahrtisch befestigt ist. Durch eine Hin- und Herbewegung der Welle können
gleichzeitig Scherkräfte auf das Konstrukt wirken. Die Welle ist dafür gelagert und mit einem
Magnetadapter versehen, über den das System an eine Rollerpumpe des Inkubators angesteckt
werden kann (siehe Abbildung 5.31 (B)). Durch die Ansteuerung der Rollerpumpe im alternie-
renden Modus können die Bewegungen realisiert werden.
Ein Bioreaktor, der speziell für Meniskusgewebekonstrukte oder für die Kultivierung von Menis-
kuszellen in vitro konstruiert ist, gibt es bislang nicht. Publizierte Arbeiten, die Meniskus- oder
Knorpelzellen dynamisch unter Kompression oder Perfusion kultivieren, verwenden Bioreak-
torsysteme, wie beispielsweise ein Rührtank, ein Druckkammersystem oder eine Testmaschine
mit hydrostatischem Druck (Neves et al., 2002; Natsu-Ume et al., 2005; Gunja et al., 2009).
Aufderheide et al. entwickelte einen speziellen Bioreaktor, ein Kompressionsstimulator, mit die-
sem direkte Kompressionskräfte auf Knorpel und Meniskusgewebeexplantate appliziert werden
können (Aufderheide and Athanasiou, 2006).
Das im Rahmen dieser Arbeit entwickelte Bioreaktorsystem ist trotz der wenigen Bauteile sehr
komplex und kompliziert im Aufbau. Die Abmaße des Bioreaktors (200x160x160 mm) wurden
so konstruiert, dass es in die dafür angepassten Inkubatoren (300x250x400 mm) passt. Ein
vergleichbares System, eine dynamische Kompressionskammer von Sah et al. wurde so umge-
baut, dass in diesem Knorpelkonstrukte mit zyklischem Druck belastet werden können (Sah
et al., 1989). Jedoch war das umgebaute System zu groß und konnte nicht mehr in ein Inkuba-
tor eingebaut werden. Auch neuere, vergleichbare Systeme auf dem Markt, wie beispielsweise
die Bioreaktorserie ElectroForce® BioDynamic® von BOSE (Eden Prairie, MN USA), das
FX-5000TM Compression System von Flexcell® International Cooperation (Hillsborough, NC
USA) oder die Apparatur von Zwick Testing Machines (Leominster, UK) zum Erzeugen von
Kompressionskräften auf in Agarose eingebettete Knorpelzellen sind komplexe Systeme und
passen aufgrund ihrer Dimensionen nicht in einen Inkubatorschrank. Ebenso das Handling im
praktischen Gebrauch ist von wichtiger Bedeutung. Inbetriebnahme und Wartung der Systeme
müssen kosten- und zeiteffektiv durchführbar sein.
Ob das entwickelte Bioreaktorsystem wirklich notwendig ist für die Kultivierung eines Me-
niskusimplantats werden die geplanten Großtierversuche zeigen. Durch die Verwendung des
Perfusion-Glasbioreaktors können bereits vitale und funktionelle vaskularisierte Gewebekon-
strukte hergestellt werden. Die mechanische Kompression könnte dabei im Körper ausreichen,
um beispielsweise die MZ zur ausbleibenden Kollagen Typ I Synthese anzuregen.
Für die Implantatentwicklung muss der Herstellungsprozess des Gewebekonstrukts aus dem
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Forschungs- und Entwicklungslabor auf GMP-konforme Herstellung übertragen werden. Bei
der Verwendung eines Bioreaktors im Kulturprozess handelt es sich um ein kontrollierbares
System, welches benutzerdefiniert einstellbar ist. Jedoch ist auch die Validierung jedes einzel-
nen Schritts des gesamten Kultursystems zu berücksichtigen, die aufwendig und zeitintensiv
ist, vor allem wenn die Kultivierung eines Gewebekonstrukts in einem komplexen Bioreaktor
stattfindet. Zudem muss der Prozess effizient gestaltet sein, um ein erfolgreiches Produkt
herstellen zu können. Die Kultivierung im Bioreaktor, das Autoklavieren der Bauteile, die An-
steuerung der Pumpen und des Druckzylinders ist kosten- und zeitintensiv und zudem ist eine
erhöhte Kontaminationsgefahr bei der Verwendung des Systems gegeben.
Eine andere Anwendung neben der Verwendung als dynamisches Kulturgefäß für das neu ent-
wickelte Bioreaktorsystem, das sowohl Scher- als auch Kompressionskräfte simuliert, könnte
die Verwendung als Prüftestsystem von Implantaten sein. Möglich ist dabei die Durchführung
von Dauertests zur Optimierung und zur Qualitätsprüfung der Gewebekonstrukte. Spezielle
Prüfsysteme wurden bereits für die Testung künstlich hergestellter Herzklappen oder Herz-
klappentransplantate entwickelt. Die verwendeten Ersatzmaterialien sollen dabei auf Haltbar-
keit und Langzeitfunktion untersucht werden. Beispielsweise der M6TM Heart Valve Tester von
Dynatek Labs (Missouri, MO USA) ist eine solche Prüftestmaschine, die sechs Proben gleich-
zeitig testen kann. Zur Qualifizierung der Auslegung und Herstellung eines minimal-invasiven
Herzklappenersatzes gibt es ein Norm-Entwurf, DIN EN ISO 5840-3 in diesem Prüfungen
zur Beurteilung der physikalischen, chemischen, biologischen und mechanischen Eigenschaften
solcher Herzklappenersatzgewebe festgelegt sind.
6.6 Implantate
Im Rahmen der vorliegenden Arbeit erfolgte die Entwicklung eines funktionellen 3D Menis-
kuskonstrukts, das als Implantat verwendet werden soll. Verglichen mit bereits bestehenden
Meniskusimplantaten ist das entwickelte Konstrukt funktionell und auf Basis natürlicher Bio-
materialien aufgebaut. Mit Hilfe der vaskularisierten BioVaSc®-Matrix ist das 3D Kollagen-
Konstrukt bis ins Innere versorgt und kann bei der Implantation über den erhaltenen arteriellen
und venösen Anschluss an den körpereigenen Blutkreislauf angeschlossen werden. Dies konnte
bereits erfolgreich bei einer Tracheaimplantation am Menschen gezeigt werden (Mertsching
et al., 2009). Damit hat das hier entwickelte Meniskuskonstrukt die Limitationen von be-
reits bestehenden Implantaten, der fehlenden Vaskularisierung und mangelnder Integration des
Actifit® oder CMI Menaflex®, abgelöst.
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Für die Implantatherstellung und die damit verbundene Überführung des Konstrukts in GMP-
konforme Herstellprozesse müssen einige Punkte berücksichtigt werden. Das Meniskuskon-
strukt ist aufgrund der Zellen und biologischen Biomaterialien, wie das Kollagen Hydrogel aus
mehreren Bestandteilen aufbaut. Die Zulassung für das Ersatzgewebe als Implantat ist dem-
nach umfangreich. Heute gibt es bereits eigens für das GMP hergestellte Zellkulturmedien,
die für die Implantatherstellung verwendet werden dürfen. Im Rahmen dieser Arbeit erfolgten
die Zellkulturarbeiten mit Medien, die mit 2% FCS einen geringen FCS Gehalt beinhalten.
Lediglich das Medium, das für die MZ benutzt und mit 10% FCS supplementiert wurde, muss
ausgetauscht werden.
Ein weiterer wichtiger Punkt, der berücksichtigt werden muss ist eine einfache Herstellung
des Implantats. Daher, wie im vorangegangenen Kapitel bereits diskutiert, ist es unabdingbar,
die Notwendigkeit des komplexen Bioreaktorsystems, der Druckkraft und Scherspannung auf
das Konstrukt abgibt, zu prüfen. Dafür können Ergebnisse aus Tierversuchen im Großtier, wie
beispielsweise Schwein oder Pferd herangezogen werden. Als Vorbereitung für solche Tierver-
suche, erfolgte neben dem Aufbau des Meniskuskonstrukts mit humanen Zellen der Aufbau mit
porcinen Zellen. Es wurde geprüft, ob sich die primären Zellen der beiden Spezies in der in vitro
Kultur ähnlich verhalten und unter gleichen Bedingungen wachsen. Für beide Spezies konnten
funktionelle Gewebekonstrukte aufgebaut werden. Ein Tierversuchsantrag, die Konstrukte als
Komplett-Meniskusersatz im Schwein zu testen wurde bereits gestellt und auch genehmigt.
Neben dem Einsatz eines Meniskusimplantats im Menschen, ist der Einsatz eines Meniskus-
ersatzgewebes in Sportpferden ein großer Markt. Rennpferde beispielsweise sind sehr teuer
und Meniskusverletzungen kommen häufig vor. Aus diesem Grund sind Versuche geplant, das
entwickelte Meniskuskonstrukt auf ein equines Modell in vitro zu übertragen als Vorbereitung
für Großtierversuche und Therapien im Pferd.
6.7 Ausblick
Es konnte erfolgreich ein komplexes und funktionelles Meniskusgewebekonstrukt mittels Me-
thode des Tissue Engineering generiert werden. Für die Zulassung des Meniskuskonstrukts
als biologisches, zellbasiertes Implantat müssen Tierversuche durchgeführt werden. Vorver-
suche für Großtierversuche im Schwein und Pferd wurden bereits unternommen bzw. sind
in Bearbeitung. Die Tierversuche sollen das entwickelte Gewebekonstrukt auf Stabilität und
Funktionalität prüfen.
Als Vorbereitung für eine GMP-konforme Herstellung des Gewebekonstrukts müssen Kultur-
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medien und Zusätze geprüft, zugelassen und gegebenenfalls verändert werden. Ebenfalls die
Protokolle, die für den Forschungs- und Entwicklungsbereich standardisiert und neu entwickelt
worden sind, müssen angepasst werden.
Durch die Kombination von mehreren Zelltypen entstand eine Optimierung und eine weitere
Komplexität des Systems. Es konnte festgestellt werden, dass für die Generierung von le-
bensgroßen Gewebemodellen die Vaskularisierung eine unabdingbare Rolle spielt und für die
ausreichende Versorgung der Zellen wichtig ist. Mit Hilfe der vaskularisierten Matrix können
in Zukunft auch andere Ersatzgewebe in klinisch relevanter Dimension erzeugt werden.
Weiter wurde eine geeignete 3D Trägerstruktur entwickelt, die elektrogesponnene Kol I/II Ma-
trix, die eine Mikroumgebung mit gezielter Faserausrichtung und unterschiedlichen Kollagen-
bestandteilen für Zellen darstellt. Stammzellen zeigten eine spontan chondrogene Differenzie-
rung auf der Matrix nach drei Wochen Kultivierung, ohne dass im Kulturmedium zusätzliche
Wachstumsfaktoren supplementiert wurden. In vitro Langzeitversuche, die eine Kulturdauer
von drei Wochen übersteigen, können Aussagen über die Dauerfestigkeit und eine mögliche
Veränderung des Differenzierungsstatus der Zellen geben. Für den Einsatz als Implantat muss
die Matrix auf ihre biomechanische Festigkeit getestet werden, um ihre Stabilität unter Druck-
und Zugbelastungen zu evaluieren. Weiter müssen in vivo Versuche zur Feststellung der Re-
sorptionszeit und der Verträglichkeit durchgeführt werden.
Der Trend, strukturierte Matrices im Tissue Engineering zu verwenden steigt weiter an, vor
allem im Bereich der Knorpelregeneration. In diesen Arbeiten wird versucht, die natürliche
Schichtung und Strukturierung eines Knorpelgewebes nachzuahmen. Auch für das Meniskus
Tissue Engineering wurde gemeinsam mit dem Lehrstuhl für Funktionswerkstoffe der Medizin
und der Zahnheilkunde (FMZ) der Universität Würzburg im vergangenen Jahr ein neuartiges
Biomaterial entwickelt, welches aus unterschiedlichen Kollagentypen besteht und mit intrin-
sischen Kanälen mit Hilfe von Eiskristallen strukturiert wird. Vorteil der kryostrukturierten
Scaffolds im Vergleich zu den eigens hergestellten Kol I/II ES-Matrices ist die Höhe von ca.
10 mm und ihre Druckstabilität. Zu beobachten sind eine gute Zelleinwanderung in die Matrix
und eine spontane chondrogene Differenzierung von hMSZ. Weitere Experimente müssen mit
diesem Biomaterial durchgeführt werden, um dessen Eignung als Meniskusersatzgewebe zu
prüfen.
Ein Prototyp des neu entwickelten und konstruierten Bioreaktors, mit dem Gewebekonstrukte
unter Kompression und Scherspannung kultiviert werden können, ist aufgebaut. Seine Funkti-
on muss in zukünftigen in vitro Versuchen geprüft werden. Der Bioreaktor kann entweder als
dynamisches Kultursystem für Knorpel- oder Meniskuskonstrukte verwendet werden, oder als
Prüftestsystem von Implantaten dienen.
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In der vorliegenden Arbeit wurden Kenntnisse im Zusammenspiel der Zellbiologie, der Bioma-
terialentwicklung und der Bioreaktortechnologie gewonnen, die im Bereich Tissue Engineering
angewendet werden können und in Zukunft eine klinische Relevanz haben.
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